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L'arthrose (OA) est la maladie dégénérative la plus fréquente (ou) et la principale 
cause d'incapacité physique avec un coût socioéconomique important. Les manifestations 
cliniques de l'arthrose peuvent inclure des douleurs, des raideurs et des mouvements 
articulaires réduits. Pathologiquement, l'OA se caractérise par une dégénérescence 
progressive du cartilage articulaire, une augmentation de l'expression des médiateurs 
inflammatoires et cataboliques et le remodelage osseux sous-chondral. 
Il a été démontré que la protéine prostaglandine D2 (PGD2) est synthétisée par 
différents types cellulaires et possède des propriétés pro et anti-inflammatoires, selon le 
récepteur activé. Plusieurs stimuli pro-inflammatoires ont été discernés et étudiés, mais par 
contre, les voies anti-inflammatoires restent toujours un univers inexploré. Le récepteur 
DP1 de la PGD2, ainsi que l’enzyme de synthèse L-PGDS, jouent des rôles importants dans 
l'inflammation et le métabolisme du cartilage. Cependant, leurs rôles dans la pathogenèse 
de l'arthrose (OA) restent inconnus. 
Nous avons entrepris l’étude (de quoi) d’une part, pour explorer les rôles de la L-
PGDS et de DP1 dans le développement d'OA, et d’autre part pour évaluer l'efficacité d'un 
agoniste sélectif de DP1 et d’un virus d'AAV2 / 5 codant pour L-PGDS dans le traitement 
de l'OA. En premier, nos travaux par histologie ont démontré que la dégradation du 
cartilage est plus prononcée chez les souris Knock-out L-PGDS et DP1, comparativement 
au souris sauvages Wild-Type (WT). Ensuite une augmentation de l’expression des 
médiateurs cataboliques (ADAMTS5 et MMP-13), chez les souris L-PGDS -/- et DP1 -/- 
par rapport au WT a été démontré. Après, la stimulation des explants de cartilage des souris 
L-PGDS -/- et de DP1 -/- avec l’IL-1a, ont montré une dégradation élevée en 
protéoglycanes. En outre ces souris ont développer aussi des modifications osseuses sous-
chondral. Enfin, nos résultats suggèrent qu’à la suite d'injection intrapéritonéale de 
l’agoniste spécifique de DP1, le BW245C a atténué la gravité de la dégradation du cartilage 
induite par une déstabilisation du ménisque médiale (DMM) et des modifications osseuses 
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chez les souris WT. Pareillement, l'injection intra-auriculaire d'AAV2 / 5 codant pour L-
PGDS a atténué aussi la dégradation du cartilage induite par DMM et l'expression de 
ADAMTS-5 et MMP-13 chez des souris L-PGDS -/-.  
En conclusion, l’ensemble de nos résultats suggèrentque le récepteur DP1 et 
l’enzyme L-PGDS au niveau du cartilage articulaire arthrosique joue un rôle très important. 
. Elle pourrait constituer une voie thérapeutique potentielle dans le traitement de l’OA et 
aussi dans le traitement d’autres pathologies musculo-squelettiques.  
 






Osteoarthritis (OA) is the most common degenerative disease (or) and the leading 
cause of physical disability with significant socioeconomic costs. Clinical manifestations 
of osteoarthritis can include pain, stiffness, and reduced joint movement. Pathologically, 
OA is characterized by progressive degeneration of articular cartilage, increased expression 
of inflammatory and catabolic mediators, and subchondral bone remodeling. 
It has been shown that prostaglandin D2 protein (PGD2) is synthesized by different 
cell types and has pro and anti-inflammatory properties, depending on the activated 
receptor. Several pro-inflammatory stimuli have been discerned and studied, but the anti-
inflammatory pathways remain an unexplored universe. The DP1 receptor of PGD2, as 
well as the synthetic enzyme L-PGDS, play important roles in inflammation and cartilage 
metabolism. However, their roles in the pathogenesis of osteoarthritis (OA) remain 
unknown. 
We undertook the study (of what) on the one hand, to explore the roles of L-PGDS 
and DP1 in the development of OA, and on the other hand to evaluate the efficacy of a 
selective agonist DP1 and an AAV2 / 5 virus encoding L-PGDS in the treatment of OA. 
First, our histology work demonstrated that cartilage degradation is more pronounced in L-
PGDS Knock-out and DP1 mice compared to Wild-Type (WT) wild-type mice. Then an 
increase in the expression of catabolic mediators (ADAMTS5 and MMP-13), in L-PGDS 
- / - mice and DP1 - / - compared to WT was demonstrated. Subsequently, stimulation of 
cartilage explants with IL-α from L-PGDS - / - and DP1 - / - mice showed high degradation 
in proteoglycans. In addition, these mice also develop subchondral bone changes. Finally, 
our results suggest that following intraperitoneal injection of the DP1-specific agonist, 
BW245C attenuated the severity of cartilage degradation induced by medial meniscus 
destabilization (DMM) and bone changes in mice. WT. Similarly, the intra-atrial injection 
of AAV2 / 5 encoding L-PGDS also attenuated DMM-induced cartilage degradation and 
the expression of ADAMTS-5 and MMP-13 in L-PGDS - / - mice. 
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In conclusion, all our results suggest that the recepteur DP1 and the L-PGDS enzyme 
in osteorthritis cartilage plays a very important role.. It may be a potential therapeutic 
avenue in the treatment of OA and also in the treatment of other musculoskeletal 
conditions. 
 
Keywords: Osteoarthritis, cartilage, L-PGDS, PGD2, DP1, chondrocytes  
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CHAPITRE A : REVUE DE LA LITTÉRATURE 
 
1. Généralité sur l’arthrose  
 
L'arthrose (OA) est la maladie la plus fréquente des maladies articulaires. Elle touche 
10 à 20 % des personnes de plus de 50 ans. L’incidence de l'arthrose devrait doubler au 
cours des 30 prochaines années (1). La maladie se caractérise par une dégénérescence 
progressive du cartilage, la sclérose sous-chondral et l'inflammation synoviale, ainsi que 
des dommages à d'autres structures articulaires, comme les ligaments et les ménisques, 
causant de la douleur et une perte de la fonction articulaire, de l’instabilité et un handicap 
physique, nuisant à la qualité de vie (Figure 1) (2). 
Les articulations les plus souvent touchées sont les hanches, les genoux et les 
articulations des doigts, bien que le cou (colonne cervicale) et le bas du dos (colonne 
vertébrale) peuvent également être atteints. À l'heure actuelle, il n’y a aucun traitement 
prouvé pouvant arrêter la progression de la maladie. Donc la seule solution qui reste pour 
les patients OA est le remplacement de l'articulation de la hanche ou du genou (2). 
L'arthrose est un système complexe de boucles de rétroaction mécaniques, 
biologiques, biochimiques, moléculaires et enzymatiques en interaction (2). La voie 
commune finale est la destruction des tissus articulaires résultant de l'incapacité des 
cellules à maintenir un équilibre homéostatique entre la synthèse et la dégradation 
matricielle. Au fur et à mesure que la maladie progresse, le processus de dégradation 
dépasse éventuellement le processus de synthèse, conduisant à des lésions progressives du 
tissu articulaire. Cela semble se produire lorsque l'équilibre physiologique entre la synthèse 









Figure 1: Caractéristiques pathogènes de l'arthrose (défaillance articulaire) 
L'arthrose est une maladie de toute l'articulation dont les changements pathologiques se produisent 
dans tous les tissus articulaires. Comme indiqué, dans le cartilage sain (normal), il n’y a pas de 
dégradation, pas de signe d’inflammation synoviale ni de remodelage osseux. Cependant, dans 
l'arthrose, le cartilage est dégénéré avec lésions et fibrillation. Ceci est accompagné d'une 
inflammation synoviale, d'une fibrose de la capsule et d'un remodelage osseux conduisant à une 
excroissance osseuse et à une sclérose sous-chondral (Adapté de la référence : 4) (Autoristation 
demandée). 
 
2. Épidémiologie de l’arthrose  
 
Au Canada, l'arthrose affecte environ 4,4 millions de personnes (5). À l’échelle 
mondiale, l’arthrose est la maladie articulaire la plus répandue (6) et l’Organisation 
mondiale de la santé (OMS) estime que 10 % de la population mondiale souffre de 
problèmes cliniques attribués à l’arthrose (7). En raison de la longévité accrue, de la 

























fardeau de l'arthrose augmente (5, 8). On prévoit que, d'ici 2040, plus de 10 millions de 
Canadiens recevront un diagnostic d'arthrose (5). 
Les estimations de la prévalence et de l'incidence de l'arthrose diffèrent largement en 
raison des différences dans la définition des cas et les articulations considérées (9, 10). En 
général, chez les adultes de 65 ans, l’arthrose des mains est rapportée dans environ 60 % 
des cas, alors que celle du genou et de la hanche est de 33 % et 5 %, mais la plupart des 
cas se trouvent surtout en Amérique du Nord et en Europe (11, 12). La maladie est plus 
fréquente chez les femmes que chez les hommes, âgés plus de 50 ans. L’écart entre les 
sexes étant le plus prononcé pour l'arthrose des mains et des genoux. Les taux de prévalence 
augmentent fortement avec l'âge chez les deux sexes. Bien que la distribution d’OA soit 
mondiale, on constate des différences de prévalence géographiques et ethniques. Les 
données européennes et américaines ne diffèrent pas significativement pour les maladies 
des mains, des genoux et des hanches. Cependant, l’arthrose des mains est moins fréquente 
dans les populations amérindiennes et afro-américaines que dans la population américaine 
Caucasienne (9, 13). En revanche, l'arthrose de la hanche est faible dans les populations du 
Sud-est asiatique et orientale, ce qui est attribuable, en partie, à des modifications de la 
morphologie pelvienne (9). 
L'arthrose est classée en deux groupes : l'arthrose primaire et secondaire. L'arthrose 
primaire, appelée aussi arthrose idiopathique, est la forme d'arthrose la plus courante. Elle 
est classée comme primaire lorsque la personne atteinte d’arthrose n’a pas de 
prédisposition évidente (14). L'arthrose primaire est une maladie frustrante, car sa cause et 
son traitement sont inconnus effectivement, mais nous avons quelques pistes. L'arthrose 
est secondaire lorsqu'elle est associée à une pathologie définie, comme des troubles du 
développement, des traumatismes ou des maladies métaboliques (14, 15).  
3. Symptôme et diagnostic  
 
Le diagnostic de l’arthrose est généralement posé cliniquement, puis confirmé par 
radiographie. Les principaux symptômes suggérant ce diagnostic d’arthrose comprennent :  
la douleur qui est généralement décrite comme liée à l’activité et soulagée par le repos, 
qui peut survenir au repos dans une maladie avancée. La réduction de la fonction 
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articulaire, la raideur (de courte durée et est également appelée « gélification », c’est-à-
dire une raideur de courte durée après une période d’inactivité), et l’instabilité articulaire. 
Les patients peuvent également se plaindre de mouvements réduits, de déformations, 
d’enflures, de crépitations et d’un âge avancé (l’arthrose est inhabituelle avant l’âge de 40 
ans) (16). 
Au cours d’une période d’un an, un quart des personnes âgées de > 55 ans ont des 
douleurs persistantes au genou, dont environ un sur six consulte leur médecin généraliste 
à ce sujet (17). Pour environ la moitié d’entre eux, on détecte une arthrose du genou par 
radiographie.  
La perte de cartilage ne contribue probablement pas directement à la douleur, car 
elle est dépourvue de nerfs. En revanche, l’os sous chondral, le périoste, la synoviale et la 
capsule articulaire sont tous richement innervés et pourraient être à l’origine de stimuli 
nociceptifs dans l’arthrose (4). 
4. Facteur de risques  
 
L’étiologie de l’arthrose reste à comprendre, mais l’évolution de la dégénérescence 
articulaire est reconnue pour être variable.Bien que certains facteur de risque soient les 
mêmes pour les hommes que les femmes, comme l’age, la génétique, les traumatismes, le 
déséquilibre du genou et l’obésité. .. D’autre risques sont différentiels, selon le sexe et l'état 
des tissus articulaires. Par exemple, une densité osseuse plus élevée est associée à une 
incidence accrue d'arthrose radiographique du genou chez la femme (2), mais cette relation 
n’a pas été observée de la même manière chez les hommes ni pour l'arthrose des mains (18, 
19). 
4.1 Âge  
L'âge est le principal facteur de risques de la maladie de l'arthrose et son incidence 
augmente avec elle (20, 21). Cependant, les personnes âgées ne sont pas toutes atteintes 
d'arthrose (20). On pense généralement que les changements normaux dus au vieillissement 
augmentent la susceptibilité à l'arthrose, mais des facteurs de risques supplémentaires sont 
nécessaires au développement de l'arthrose symptomatique ou clinique (20). Les lésions 
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radiographiques au genou augmentent également avec l'âge, même en l'absence de maladie, 
ce qui montre qu'une dégradation légère des articulations peut survenir et s'accumuler avec 
le vieillissement (20, 22). Il est presque impossible de distinguer si ces changements 
radiographiques font partie du vieillissement normal ou de l'arthrose préclinique non 
encore développée. Le vieillissement diminue également la capacité de l'articulation à 
réagir aux facteurs de stress et à maintenir l'homéostasie dans le cartilage, comme le montre 
le fait que les personnes âgées développent l'arthrose plus rapidement que les adultes plus 
jeunes à la suite de blessures similaires (20, 23). 
Les changements cellulaires qui surviennent avec le vieillissement peuvent 
également augmenter la sensibilité à l'arthrose. Comme il y a peu ou pas de division 
cellulaire ou de mort cellulaire dans le cartilage adulte, les chondrocytes peuvent accumuler 
des changements liés à l'âge au fil du temps (24). L'accumulation de produits finis de 
glycation avancée (AGE) peut augmenter la réticulation du collagène, rendant le cartilage 
plus fragile (24). Il a également été démontré que les chondrocytes âgées présentent un 
phénotype de sécrétion associé à la sénescence, lequel inclut une production accrue de 
cytokines, de chimiokines et de métalloprotéinases (MMP) pouvant contribuer à la 
dégradation de la matrice extracellulaire du cartilage (24, 25). 
4.2 Sénescence cellulaire  
Comme décrit précédemment, l'arthrose est une maladie dégénérative. Bien que 
plusieurs études confirment la forte corrélation entre l'âge et l'arthrose, le mécanisme 
responsable de la pathologie n'a toujours pas été identifié de manière définitive. Cette  
corrélation dépend probablement de certaines modifications de la structure normale des 
articulations affectant les chondrocytes et la matrice extracellulaire, entraînant une 
diminution de la capacité de l'articulation à s'adapter à différentes agressions, tant 
chimiques que mécaniques (26).  
Les chondrocytes ont un nombre limité de réplications autorisées au cours de leur vie 
(environ 30 à 40 divisions). Ce nombre de réplication est également appelé limite Hayflick 
(27). Ce phénomène se produit vers la fin de la progression du cycle cellulaire. De 
nombreuses hypothèses suggèrent que pendant chaque division cellulaire, un fragment de 
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la structure normale du chromosome est perdu. Cette partie, qui provient d'une structure du 
même chromosome appelée télomère, devient plus courte après chaque cycle cellulaire. Ce 
mécanisme protège les séquences codées par l'ADN et empêche, par conséquent, la perte 
du code génétique. De plus, la longueur du télomère pourrait être utilisée comme marqueur 
de la sénescence réplicative (28), permettant aux chercheurs d’évaluer le nombre de cycles 
cellulaires restants.  
Il est communément admis que la sénescence de la chondrocyte est le principal 
facteur responsable du développement et de la progression de l'arthrose, car les cellules 
sénescentes perdent leur capacité à entretenir et à réparer la matrice extracellulaire (MEC) 
du cartilage (29).  
4.3 Génétique  
Un certain nombre d'études ont rapporté la présence de plus de 80 mutations des 
gènes impliquées dans la pathogenèse de l'arthrose (30), parmi lesquelles la plus importante 
est le polymorphisme d'un seul nucléotide. Celui-ci, appelé rs143383 et situé dans la région 
non traduite en 3 '(3'UTR) du gène du facteur de croissance et de différenciation (GDF5) 
(31), est responsable du développement, de la maintenance et de la réparation des 
articulations synoviales (32). Les gènes des récepteurs de la vitamine D (VDR) et du 
facteur de croissance analogue à l'insuline 1 (IGF-1) semblent également être impliqués 
dans les voies physiopathologiques de l'arthrose (33). Le premier, dont le locus est localisé 
près de celui du collagène de type II, contrôle la densité osseuse (33).  
Récemment, l’étude d'association pangénomique (Genome-Wide Association Study 
GWAS) a également mis en évidence une corrélation entre l'arthrose de la main et la 
diminution de l'expression d’ALDH1A2, un gène de la famille des aldéhydes 
déshydrogénases 1 (34). Le terme épigénétique désigne tous les changements héréditaires 
qui se produisent dans les phénotypes sans aucune modification dans les génotypes, donc 
dans la séquence d'ADN primaire. Contrairement aux modifications génétiques, les 
méthodes épigénétiques sont plus rapides et les cellules les utilisent comme réponse aux 
changements de leur microenvironnement. Les profils épigénétiques, médiés par la 
méthylation de l'ADN, les modifications d'histones et les ARN non codants, répondent aux 
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stimuli externes, à la prolifération et à la différenciation cellulaires (31). Ces modifications 
permettent de moduler l’expression de certains gènes en introduisant une susceptibilité 
génétique (31).  
Les altérations les plus évidentes qui semblent être sous régulation épigénétique sont 
celles des promoteurs MMP-13 et IL-1 β. La MMP-13 est une enzyme impliquée dans la 
destruction de la matrice cartilagineuse dans l'arthrose. Des études récentes démontrent que 
cette altération dépend d'une déméthylation des sites CpG dans le promoteur de la MMP-
13 (35). Dans les chondrocytes humaines, trois altérations différentes sont associées à une 
augmentation des niveaux d'expression du gène de la MMP-13 : un site situé à -104, -110 
et -299 pb (36). Une autre étude montre des sites similaires dans le promoteur de l'IL-1 β. 
Il semble également intéressant de noter que l'arthrose ne présente pas de locus à fort 
impact, mais un mélange de différents gènes exprimant des protéines jouant un rôle dans 
la manifestation d'OA. 
4.4 Sexe  
La prévalence de l'arthrose est similaire dans les deux sexes jusqu'à l'âge de 50 ans, 
après elle augmente considérablement chez les femmes (37, 38, 39). Non seulement les 
femmes diagnostiquées avec l'arthrose sont plus souvent atteintes, mais elles souffrent 
généralement de douleurs et d'incapacités plus graves que les hommes (40, 41, 42, 43, 44, 
45). 
Des études précliniques ont montré qu’il existait une relation complexe et encore mal 
comprise entre le métabolisme du cartilage et les hormones stéroïdes gonadiques en 
circulation (46). Les récepteurs aux œstrogènes sont présents sur les chondrocytes humains 
et animaux et il a été démontré que l'œstrogène avait un rôle chondroprotecteur par son 
effet sur les facteurs de croissance, les cytokines, les MMP et les ROS (47). Bien qu'il soit 
possible que les changements dans les niveaux d'œstrogènes puissent expliquer 
l'augmentation du risque d'arthrose chez les femmes, il s'agit d'une relation complexe qui 
n'a pas encore été complètement élucidée. 
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Plusieurs études ont montré que les hommes avaient un volume et une épaisseur de 
cartilage plus importants et une zone cartilagineuse sous-chondrale plus grande que les 
femmes après contrôle de l'IMC (39, 48). Cette relation a également été trouvée chez les 
enfants. Dans une étude portant sur des enfants âgés de 9 à 18 ans (n = 92), les garçons 
avaient une épaisseur et un volume de cartilage supérieurs à ceux des filles, après prise en 
compte du poids corporel, de la taille de l'os et de l'activité physique (49). Il existait une 
association significative entre l'augmentation du volume du cartilage et l'activité 
vigoureuse pendant plus de 20 minutes. Il a donc été suggéré qu'une augmentation de 
l'activité physique chez les jeunes garçons pourrait expliquer les différences de cartilage 
(49). Ces différences de cartilage entre les sexes peuvent jouer un rôle dans l'initiation de 
l'arthrose du genou, mais des recherches supplémentaires dans ce domaine sont 
nécessaires. 
4.5 Obésité  
L'obésité est un facteur de risque bien établi dans le développement de l'arthrose (43, 
50, 51, 52, 53, 54). L'obésité peut entraîner une demande mécanique excessive et une 
charge et des forces accrues sur l'articulation du genou, ce qui peut directement 
endommager le cartilage articulaire (24, 55). Cela a été démontré dans des études sur des 
animaux où des charges anormales dues à l'obésité entraînent des modifications de la 
composition, de la structure, du métabolisme et des propriétés mécaniques du cartilage (56, 
57).  
En outre, chez les adultes obèses, une démarche plus lente avec des pas courts et 
larges et des articulations altérées peuvent contribuer au risque d’arthrose. Cependant, le 
rôle spécifique de tels changements en termes d'arthrose n'est pas entièrement compris (57, 
58).  
Les personnes obèses présentent également un risque élevé d'arthrose des mains, ce 
qui indique que la relation entre l'obésité et l'arthrose n'est pas uniquement mécanique (59). 
Le tissu adipeux est une source d'inflammation locale et systémique et il a également été 
démontré qu'un certain nombre d'adipokines associées à l'obésité (IL-6, IL-1, TNFa) 
influent sur la biologie du cartilage (59, 60). En outre, l'hypertension, 
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l'hypercholestérolémie et une glycémie élevée sont associées à une arthrose du genou, 
indépendante de l'IMC, ce qui indique qu'un ensemble commun de facteurs métaboliques 
est impliqué dans ces maladies (60, 61, 62). L’obésité est l’un des principaux facteurs de 
risque de l’arthrose du genou, et il est clairement établi que des facteurs biomécaniques et 
métaboliques contribuent à l’initiation et à la progression de la maladie. 
4.6 Ethnicité  
Les études sur l'arthrose sont en conflit avec la corrélation entre l'ethnicité et 
l'arthrose. Certaines études de l'Enquête nationale sur la santé et la nutrition dans l'enquête 
I (NHANES I) suggèrent que les femmes afro-américaines sont plus susceptibles de 
développer une arthrose du genou que les hommes, surtout les personnes de race blanche 
(33), alors que le projet du comté de Johnston contre l'arthrose (JCOAP) pour les 
différences ethniques (63, 64) montre des résultats tout à fait opposés dans l'arthrose de la 
hanche. Là où NHANES n'a pas révélé de différences (65), le JCOAP l'a fait (66). Cela 
dépend probablement du style de vie, des facteurs socio-économiques, de l'indice de masse 
corporelle ou même de facteurs génétiques (67). 
5. Structure du genou  
L’articulation du genou est une articulation synoviale du type à charnière qui permet 
principalement la flexion et l'extension (et un faible degré de rotation médiale et latérale) 
de la jambe. Le genou est formé d’articulations entre la rotule, le fémur et le tibia. – Ils 
sont tous recouverts d'une couche lisse de cartilage (voir ci-dessous) là où ils se touchent 




Figure 2: Schéma représentatif de l’anatomie d’un genou. 
 
5.1 Structure et composition du cartilage articulaire  
Le cartilage articulaire est un tissu conjonctif, qui protège des frictions et du 
frottement des surfaces osseuses de toutes les articulations synoviales. Cette couche 
blanche mince et translucide est d’une épaisseur d’environ 0,5 à 7 mm (68). C’est un tissu 
dépourvu de vaisseaux et de nerfs. Les composants et les constitutions du cartilage, lui 
permet de résister aux pressions at aux forces qui subie chaque jour. Sa composition et sa 
constitution lui permettent de résister à la pression et aux forces qu’il subit chaque jour 
(69). Par contre, il possède un très faible potentiel de régénération une fois arrivé à 




Le cartilage articulaire est divisé en quatre zones différentes, chacune ayant une 
composition, une morphologie, des propriétés cellulaires, mécaniques et métaboliques 
variables (71). Celles-ci sont appelées zones superficielles, moyennes (ou de transition), 
profondes (ou radiales) et calcifiées. La Figure 3 illustre la distribution non homogène des 
cellules et de la MEC dans les zones de cartilage articulaire mature. Chaque zone joue un 
rôle différent en contribuant aux propriétés fonctionnelles du cartilage articulaire. 
 
 
Figure 3: Illustration schématique de la composition et de la structure du 
cartilage articulaire tapissant l'os. 
Le cartilage articulaire comprend quatre zones de structures différentes : superficielle, moyenne, 





À partir de la surface articulaire, la zone superficielle ne représente que 10 à 20 % 
de l'épaisseur totale du cartilage articulaire, mais contient la plus grande densité de 
collagène dans le tissu. De même, un nombre relativement petit de chondrocytes 
ressemblant à des fibroblastes ayant peu d'organelles sont aplatis dans la zone superficielle 
et sont orientés parallèlement à la surface et à la direction de la contrainte de cisaillement 
(73). La MEC de cette zone contient moins de protéoglycanes que d’autres zones. On pense 
que la composition et l'organisation de cette zone contribuent à la résistance à la traction et 
au cisaillement pendant le mouvement de l'articulation ainsi qu’à l'ajustement de la 
perméabilité aux fluides (74). 
La zone médiane (ou transitoire) est une zone de transit entre les zones superficielle 
et profonde. Cette zone a la plus forte teneur en protéoglycanes dans les tissus. Lorsqu'ils 
sont examinés de la zone superficielle à la zone profonde, les teneurs en collagène et en 
eau diminuent progressivement et la taille des fibres de collagène augmente dans cette 
zone. Contrairement à la zone superficielle, les chondrocytes de la zone médiane présentent 
une morphologie arrondie et des organites synthétiques. De plus, les fibrilles de collagène 
passent d'une orientation tangentielle dans la zone superficielle à une orientation aléatoire 
afin d'atteindre finalement une orientation perpendiculaire dans la zone profonde (Figure 
3) (73, 74). 
Dans la zone profonde, les fibres de collagène présentent des diamètres plus grands 
que dans les autres zones. Ils sont organisés en directions radiales (perpendiculaires à la 
surface articulaire) et sont insérés à travers le repère (une ligne basophile visible séparant 
les zones profondes et calcifiées). Le rôle fonctionnel de ces collagènes est de renforcer le 
lien entre le cartilage et les os (75, 76). Les chondrocytes sont emballées dans des colonnes 
parallèles aux fibres de collagène organisées (Figure 3). De plus, les cellules de la zone 
profonde présentent des activités synthétiques 10 fois supérieures, bien qu’elles ne 
présentent que deux fois plus de surface et de volume que les cellules de la zone 
superficielle (77). Il a été observé que les cellules de la zone profonde synthétisent plus de 
sulfates de kératine que les cellules des zones supérieures (78). 
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La zone de transition du cartilage articulaire à l'os sous-chondral est la zone calcifiée, 
qui contient peu de chondrocytes arrondis inertes, inclus dans une MEC calcifiée avec une 
absence de protéoglucanes. C’est la seule zone de collagène de type X qui favorise la 
minéralisation du cartilage et assure l’intégrité de la structure (79). 
5.1.1 Chondrocytes   
Les chondrocytes sont des cellules mésenchymateuses qui ne représentent que 1 % 
du volume des tissus chez un adulte (80). Les chondrocytes sont non uniformes et leur 
nombre et leur forme varient selon les zones du cartilage. Ils produisent la matrice 
extracellulaire et organisent les collagènes, les protéoglycanes et les protéines non 
collagènes en une structure hautement ordonnée. Leur activité métabolique diffère selon 
les couches de la plaque cartilagineuse. Par exemple, les cellules de la zone superficielle 
synthétisent des quantités relatives d'aggrécane et de protéoglycanes non agrégés 
différentes de celles des chondrocytes dans la couche profonde (81). Les chondrocytes 
répondent aux différents signaux mécaniques, électriques et physico-chimiques transmis 
par la matrice extracellulaire toutes en régulant leur activité métabolique. 
5.1.2 Matrice extracellulaire  
Dans le cartilage articulaire normal, le liquide tissulaire représente entre 65 et 80 % 
du poids total (98). Les collagènes et les protéoglycanes représentent le poids sec restant. 
Plusieurs autres classes de molécules peuvent être trouvées en plus petites quantités dans 
la MEC; ceux-ci comprennent les lipides, les phospholipides, les protéines non collagènes 
et les glycoprotéines (Figure 4). 
La matrice extracellulaire est principalement composée de fluides tissulaires et de 
macromolécules, notamment de collagène, de protéoglycanes et de protéines différentes du 
collagène, avec des différences de contenu et de distribution en fonction de l'articulation, 
du site dans l'articulation et de l'âge (82, 83). Le liquide tissulaire est constitué d’eau 
contenant des électrolytes, des gaz, de petites protéines et des métabolites dissous. Les 
interactions entre les macromolécules du fluide et de la matrice assurent la rigidité du tissu 
et son élasticité aux forces mécaniques. 
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La matrice a été subdivisée en régions péricellulaires, territoriales et interterritoriales 
autour de chaque chondrocyte. Ces régions distinctes sont définies par des différences 
structurelles et une distribution spécifique de protéoglycanes, de protéines de liaison et 
d'acide hyaluronique (hyaluronane) (84). Ils fonctionnent en synergie pour produire un 
système de suspension intégré, hydroélastique capable de résister à la compression (85). 
Chaque chondrocyte est entourée d'une fine matrice péricellulaire qui confère une 
protection hydrodynamique à la chondrocyte et qui joue un rôle métabolique dans la 
rétention péricellulaire. La chondrocyte et son microenvironnement péricellulaire 
représentent ensemble le chondron (86). Chaque chondron est composé d’une seule 
chondrocyte liée à une forte concentration péricellulaire de protéoglycanes sulfatés, ainsi 
que l’hyaluronane, le biglycane (87), et une gamme de glycoprotéines de la matrice (86). 
La région territoriale est bien définie dans les zones superficielles, transitoires et 
profondes et se distingue des régions péricellulaires et interterritoriales. Les fibres de 
collagène ont un diamètre plus important et sont disposées en faisceaux radiaux (88). La 
concentration de protéoglycanes riches en sulfate de chondroïtine est plus élevée dans cette 
région (89). 
La région interterritoriale est clairement démarquée de la région territoriale (85) et 
présente une concentration plus élevée en protéoglycanes riches en sulfate de kératane (89). 
Les fibres de collagène de plus grand diamètre, des arcades de collagène préalablement 






Figure 4: Matrice extracellulaire du cartilage articulaire. 
Deux principales macromolécules porteuses sont présentes dans le cartilage articulaire : les 
collagènes (principalement de type II) et les protéoglycanes (notamment l'aggrécane). De plus 
petites classes de molécules, comme les protéines non collagènes et les protéoglycanes plus petits, 
sont présentes en moindres quantités. L'interaction entre les protéoglycanes du cartilage fortement 
chargés négativement et le collagène de type II fournit la résistance à la compression et à la 
traction du tissu (Référence : Mallein-Gerin, F ; et al, La culture de chondrocytes : outil d'analyse 
de la différenciation et de l'organisation moléculaire du cartilage, Med Sci (Paris), 1996, Vol. 12, 
N° 10; p.1087-96). 
5.1.3 Eau  
L’eau est la composante la plus abondante du cartilage articulaire, contribuant 
jusqu’à 80 % de son poids humide. Environ 30 % de cette eau est associée à l'espace 
intrafibrillaire au sein du collagène, bien qu’un faible pourcentage soit contenu dans 
l’espace intracellulaire. Le reste est contenu dans les espaces des pores de la matrice (91, 
92). Des ions inorganiques tels que le sodium, le calcium, le chlorure et le potassium sont 
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dissous dans l'eau des tissus. (93, 94, 95) La concentration relative en eau diminue 
d'environ 80 % dans la zone superficielle et à 65 % dans la zone profonde (96).  
Le flux d’eau à travers le cartilage et la surface articulaire aide à transporter et à 
distribuer les nutriments aux chondrocytes, en plus de fournir une lubrification. Une grande 
partie de l'eau interfibrillaire semble exister sous forme de gel, et la majeure partie peut 
être déplacée à travers la MEC en appliquant un gradient de pression à travers le tissu, ou 
en comprimant la matrice solide (97, 98). La résistance de friction contre cet écoulement à 
travers la matrice est très haute ; ainsi, la perméabilité du tissu est très faible. C’est la 
combinaison de la résistance de friction au débit de l’eau et de sa pressurisation dans la 
matrice qui forme les 2 mécanismes de base par lesquels le cartilage articulaire tire sa 
capacité à supporter des charges importantes, souvent plusieurs fois son poids. 
5.1.4 Collagène  
Le réseau de collagène ressemble à l'endosquelette du cartilage. Le collagène de type 
II forme, avec une quantité moindre d’autres collagènes, le réseau fibreux du tissu. Le 
collagène de type II (80 % à 90 % du collagène total) se compose de trois chaînes α-1 
identiques sous forme hélicoïdale et constitue l’architecture de base du cartilage (99). Le 
collagène de type XI se trouve dans le collagène de type II (100) et est probablement 
copolymérisé avec du collagène de type II dans la matrice. Le collagène de type IX 
représente environ 1 % du collagène total et ses molécules sont liées de manière covalente 
à la surface des fibrilles de collagène de type II. Le collagène de type IX est concentré 
péricellulairement, avec de plus petites quantités dans la matrice territoriale et aucune 
réactivité interterritoriale (101). Le collagène de type X est présent autour des chondrocytes 
hypertrophiques de la plaque de croissance et également dans la zone sous-jacente calcifiée 
du cartilage articulaire (102). Le collagène microfibrillaire de type VI (99) est situé dans 
la matrice péricellulaire et présente des niveaux uniformes dans les régions territoriales et 
interterritoriales (103). Ce type peut aider les chondrocytes à se fixer au cadre 
macromoléculaire de la matrice. Le collagène de type III est situé dans une zone diffuse 
autour des chondrocytes péricellulaires (104). Les types II, IX et XI sont spécifiques au 
cartilage et sont réticulés ensemble dans un réseau qui constitue le cadre extracellulaire, 
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ce qui donne au tissu sa forme et contribue à sa rigidité, à sa traction et à sa résistance 
(105). 
5.1.5 Protéoglycanes  
Les protéoglycanes sont des molécules constituées de chaînes de 
glycosaminoglycanes liés à un noyau protéique. Les protéoglycanes à gros agrégats 
(aggrécanes) constituent 90 % de la masse totale des protéoglycanes cartilagineux. Les 
aggrécanes sont des macromolécules élastiques qui se dilatent en solution et donnent au 
tissu sa capacité à résister à la compression ; ils contribuent également à sa durabilité. Les 
aggrécanes se lient à l’hyaluronane et à la protéine de liaison (106), et se composent d’un 
noyau protéique ainsi que de chaînes de kératane sulfate et de chondroïtine sulfate 
glycosaminoglycane.  
L'acide hyaluronique (hyaluronane) se lie au réseau fibrillaire de collagène et 
détermine la rétention d'aggrécane dans la matrice extracellulaire (84). L'hyaluronane est 
synthétisée en abondance dans les chondrocytes et sécrétée par ceux-ci, en particulier dans 
la zone de transition, alors qu'elle est en grande partie masquée par les constituants des 
protéoglycanes de la matrice extracellulaire (107). 
Les petits protéoglycanes (décorine, biglycane et fibromoduline) représentent 
environ 3 % de la masse totale de protéoglycanes. Ils se lient aux macromolécules de la 
matrice et aident à stabiliser la matrice. Le biglycane et la décorine sont deux formes de 
protéoglycanes au sulfate de dermatane (108) souvent codistribués dans une matrice 
extracellulaire à travers toutes les couches du cartilage adulte. Ils sont plus concentrés dans 
la couche de surface et moins concentrés dans les zones profondes ; chez les nouveau-nés, 
cette distribution est inversée (84). 
5.1.6 Autres protéines non collagènes 
L’anchorine CII, une protéine non collagène, semble contribuer à ancrer 
les chondrocytes aux fibrilles de collagène (109). D’autres protéines non collagéniques, y 
compris la ténascine et la fibronectine, influent sur les interactions entre 
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les chondrocytes et la matrice. Ils peuvent jouer un rôle en réponse à l'arthrite et à l'arthrose 
(110, 111). 
5.2 La nutrition du cartilage articulaire  
Le liquide synovial est un ultrafiltrat plasmatique produit à partir de la membrane 
synoviale et est composé d’eau et de nutriments comme des électrolytes, de petites 
molécules et du glucose, ainsi que de déchets métaboliques résultant du renouvellement de 
la matrice comme l’oxygène et le dioxyde de carbone. Les synoviocytes peuvent 
synthétiser l'hyaluronate, les protéases et les médiateurs de l'inflammation affectant le 
cartilage, comme dans l'arthrite (112). Pour atteindre les chondrocytes, les nutriments du 
liquide synovial doivent passer par un système à double diffusion (d'abord à travers la 
membrane synoviale, puis à travers la matrice cartilagineuse) (113, 114). 
5.3 Membrane synoviale  
Le terme synovial fait référence aux tissus mous tapissant les espaces des 
articulations ; ce sont des tissus conjonctifs très vascularisés. La synoviale est la zone 
centrale de la pathologie dans un certain nombre de maladies inflammatoires des 
articulations, notamment la polyarthrite rhumatoïde (PR) et la spondylarthrite (SpA) 
(115). Cependant, notre connaissance de l'architecture immunohistochimique de la 
membrane synoviale, en particulier chez les sujets normaux, est étonnamment limitée. On 
dit que la membrane synoviale normale est une structure constituée d’une couche de 
doublure de l’intimale distincte, d’une épaisseur de 1 à 2 cellules, et d’une couche sous-
jacente synoviale (subintima), cette dernière contenant des vaisseaux sanguins, des cellules 
adipeuses et des fibroblastes dispersés, et peu de lymphocytes ou de macrophages (115).  
En règle générale, la synoviale normale contient une couche intimale dont la section 
transversale est épaisse de 20 à 40 mm. Sur de nombreux sites, il n'y a pas de membrane 
discrète, en particulier lorsque le sous-intima est constitué de coussins adipeux ou de tissu 
fibreux. Cependant, l’aspect synovial normal typique présente souvent des variations 
considérables, y compris l’absence de cellules intimales (115, 116). Le tissu synovial 
malade peut perdre toute structure de doublure reconnaissable et ne peut être défini que par 
sa relation avec une articulation. Chez les patients atteints d'arthrite inflammatoire, comme 
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la PR, la couche de l'intima est habituellement épaissie, principalement en raison d'une 
augmentation des macrophages CD68 positifs, avec une région sous-intimale fortement 
infiltrée, contenant des lymphocytes T et B, des plasmocytes et des macrophages, un 
œdème stromal associé et une prolifération des vaisseaux sanguins (117). 
Le liquide synovial des articulations sert de lubrifiant biologique et confère aux 
surfaces articulaires du cartilage des propriétés de faible frottement et d’usure minimale 
afin de faciliter les mouvements. Ces lubrifiants, sécrétés par les cellules synoviales, sont 
concentrés dans l'espace synovial (118). De plus, les hyaluronanes sont de grosses 
molécules de polysaccharide naturellement présentes dans le liquide synovial ; ils aident à 
créer un environnement visqueux qui amortit les articulations et préserve le fonctionnement 
normal. Une déficience de ce système de lubrification peut contribuer à l'érosion des 
surfaces du cartilage articulé dans des conditions d'arthrose. Les hyaluronanes sont 
largement utilisés dans la prise en charge de l'arthrose (119).  
5.4 Os sous-chondral  
L’os sous-chondral est formé de la plaque osseuse sous-chondral ainsi que de la 
partie spongieuse sous articulaire. Le terme « plaque osseuse sous-chondral » ou « zone 
sous-chondral » est utilisé pour désigner la lamelle osseuse (plaque corticale) située 
immédiatement au fond de la zone calcifiée du cartilage articulaire (Figure 3). La ligne 
séparant la zone calcifiée de la plaque osseuse sous-chondral est appelée « ligne de ciment 
». En fonction de l'articulation, l'épaisseur de la plaque osseuse sous-chondral est 
variable. Les trabécules qui en découlent sont appelées « trabécules de soutien » et, avec 
les autres composants osseux, sont comprises dans le terme « subarticulaire » qui désigne 
la partie spongieuse sous articulaire (120). 
Jusqu’à présent, l’os sous-chondral reste un tissu peut étudier comparativement au 
cartilage articulaire. On trouve plusieurs significations de l’os sous-chondral parmi eux : 
1) C’est le tissu calcifié situé immédiatement sous le repère du cartilage articulaire, 2) la 
fine lamelle corticale située directement sous l'interligne articulaire discernable 
radiologiquement, 3) l'os trabéculaire dense immédiatement adjacent à la lamelle corticale, 
4) une combinaison de 1), 2), 3) et 5) du tissu subarticulaire total. Duncan et al. (121) ont 
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défini la « plaque sous-chondral » comme étant une zone séparant le cartilage articulaire 
de la cavité médullaire, constituée normalement de deux couches : la région calcifiée du 
cartilage articulaire et une couche d'os lamellaire (120). 
Bien que le cartilage articulaire hyalin soit principalement composé de collagène de 
type II, représentant plus de 50 % du poids sec du cartilage, le collagène de type X est 
présent dans le cartilage calcifié. La plaque corticale, en os, est principalement constituée 
de collagène de type I. L’observation de surfaces coupées verticalement au microscope 
électronique à balayage (122) a montré que la plaque sous-chondral située sous la jonction 
ostéochondrale est composée de feuilles lamellées de fibrilles de collagène parallèles qui 
continuent dans les lamelles des trabécules osseuses. Les canaux vasculaires occasionnels 
sont reliés à la jonction ostéochondrale par de petits canaux. Il est important de noter 
qu'aucune fibre de collagène n'est continue entre le cartilage calcifié et le plateau cortical 
(Figure 3) (123). Ainsi, la jonction ostéochondrale représente une région de faiblesse. En 
revanche, la marque qui sépare le cartilage calcifié du cartilage articulaire est traversée par 
des fibrilles de collagène, ce qui crée un lien assez fort entre ces deux zones (120). 
6. Physiopathologie de l’arthrose  
 
L'arthrose est une maladie hétérogène impliquant des boucles de rétroaction 
mécaniques, biologiques, biochimiques, moléculaires et enzymatiques complexes et en 
interaction ; la dégénérescence du cartilage étant l'événement final commun (2, 124). 
Malgré cette dégénérescence, l'arthrose est un processus actif et un réseau de mécanismes 
réagissant au stress ou à une lésion de l'articulation (25, 123). Toutes les articulations sont 
touchées par l'arthrose (125). Les modifications structurelles comprennent la fibrillation 
cartilagineuse, la dégénérescence du cartilage articulaire, l'épaississement de l'os sous-
chondral, la formation d'ostéophytes, l'inflammation synoviale, la dégénérescence des 
ligaments et du ménisque, l'hypertrophie de la capsule articulaire, des modifications 
cellulaires et moléculaires des nerfs, ainsi que des modifications du muscle périarticulaire 
(Figure 5) (2, 25, 126). La perte de cartilage et les modifications de l'os et de la membrane 
synoviale contribuent à créer un environnement biomécanique défavorable, ce qui 





Figure 5: Voies de signalisation et des changements structurels dans le développement de 
l'arthrose. 
ADAMTS = une désintégrine et une métalloprotéinase avec des motifs analogues à ceux de la 
thrombospondine. IL = interleukine. MMP = métalloprotéinase matricielle. TNF = facteur de 
nécrose tumorale. IFN = interféron. IGF = facteur de croissance analogue à l'insuline. TGF = 
facteur de croissance transformant. VEGF = facteur de croissance endothélial vasculaire (Adapté 
de l’article : Glyn-Jones, S. et al., Osteoarthritis The Lancet,Volume 386, Issue 9991,2015, Pages 
376-387). (Autorisation demandée). 
 
6.1 Cartilage  
Le cartilage articulaire recouvre les extrémités des os des articulations synoviales 
afin de fournir une surface lisse ayant un faible frottement pour un glissement efficace, la 
portance, l'absorption des impacts et pour soutenir les forces de cisaillement lors du 
mouvement (Figure 2) (127, 130). Il peut remplir ces fonctions en raison de la structure et 
de la composition de la matrice extracellulaire (MEC) composée de collagène, de 
 
 36 
protéoglycanes et d'eau (2). Un réseau de collagène fibrillaire, composé de collagène de 
type II lié par une protéine matricielle du cartilage (COMP), est organisé en triple hélice et 
confère au cartilage sa rigidité et sa résistance à la traction (127, 128, 129). L’autre 
composant principal du cartilage est le protéoglycane aggrécane. Il s'agit d'une grande 
structure polymère à agrégation avec un grand noyau protéique et 3 domaines globulaires 
(128). Les chaînes latérales de glycosaminoglycanes (GAG) sur l'aggrécane contiennent 
un grand nombre de groupes chargés négativement qui attirent et retiennent l'eau pour 
former un gel qui donne aux cartilages leur capacité de compression (128). Il n'y a pas de 
vaisseaux sanguins, de vaisseaux lymphatiques ou de nerfs dans le cartilage et les 
chondrocytes sont le seul type de cellules présentes (2). En soi, les chondrocytes sont 
responsables de la synthèse, de la dégradation et du maintien de la MEC, et répondent aux 
forces mécaniques, aux contraintes osmotiques, aux facteurs de croissance, aux cytokines 
et à d'autres médiateurs inflammatoires (25, 128, 129, 130). 
Dans l'arthrose, l'équilibre dynamique entre la synthèse et la dégradation de la MEC 
- maintenue par les chondrocytes - est perturbé et favorise la dégradation (131). L'activité 
catabolique augmente en réponse à la perte de cartilage produisant ainsi la prolifération 
cellulaire et la production accrue de protéines matricielles (2, 129, 132). Malgré la tentative 
de réparation, les protéoglycanes sont dégradés et exposent les fibrilles de collagène de 
type II qui deviennent ensuite accessibles à la dégradation (25). 
Les chondrocytes produisent et libèrent une métalloprotéinase matricielle (MMP) et 
une enzyme désintégrine et métalloprotéinase à motifs thrombospondines (ADAMTS), 
responsables du clivage des fibrilles et des aggréganes du collagène (20). De manière 
cyclique, les parties clivées de la MEC peuvent agir sur les chondrocytes ou se diffuser 
vers la membrane synoviale pour initier la signalisation des kinases, produisant davantage 
d'enzymes et de médiateurs inflammatoires (Figure 5) (25, 133). Bien que les rôles exacts 
de ces médiateurs soient inconnus, l'interleukine 1-bêta (IL-1b), le facteur de nécrose 
tumorale alpha (TNFa), l'interleukine 6 (IL-6), le facteur inhibiteur de la leucémie (LIF), 
l'interleukine 17 (IL-17), l'interleukine 18 (IL-18), l'oxyde nitrique (NO), la prostaglandine 
E2 (PGE2) et les leucotriènes sont augmentés dans l'arthrose et sont impliqués dans la 
pathogenèse de la maladie (124, 127). On ignore si l'inflammation de l'arthrose survient en 
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tant qu'événement initial ou secondaire à la dégradation du cartilage (134). Avec la perte 
de cartilage et l'augmentation du stress inflammatoire et oxydatif, il se produit une apoptose 
des chondrocytes (131). Les chondrocytes synthétisent une nouvelle aggrécane et du 
collagène lors d'une tentative de réparation, mais la nouvelle aggrécane est similaire aux 
protéoglycanes juvéniles. Le collagène produit est de type X et aucun de ceux-ci ne peut 
conserver les mêmes propriétés mécaniques que le cartilage adulte sain (127, 135).  
Cette composition anormale contribue à un environnement biomécanique 
défavorable, stimulant davantage la dégradation (25). Les modifications du cartilage ne 
sont pas directement responsables de la douleur liée à l'arthrose, car le cartilage n’est pas 
innervé et ne génère donc pas de douleur, mais les autres structures articulaires le sont 
amplement (131). 
6.2 Os  
Les altérations osseuses sont reconnues pour être importantes dans la pathogenèse de 
l'arthrose, bien qu'elles soient moins bien comprises que les modifications du cartilage 
(136). Dans l’arthrose, la structure et les propriétés de l'os sous-chondral sont altérées par 
l'augmentation de l'épaisseur de la plaque sous-chondral, la modification de l'architecture 
de l'os trabéculaire, la formation d'un nouvel os (ostéophytes) au niveau des articulations 
et des modifications de la vascularisation (Figure 5) (2, 129, 136). Les lésions de la moelle 
osseuse sont également communes et consistent en une nécrose, des anomalies 
trabéculaires, une fibrose de la moelle osseuse et un œdème (22, 137). Ceux-ci sont 
supposés résulter d'un chargement excessif répétitif ou d'une réponse inflammatoire aiguë 
(25, 137). Il est prouvé que les modifications de l’os sous-chondral précèdent la 
dégradation du cartilage (2, 129).  
Des modifications osseuses pourraient favoriser un métabolisme anormal du 
cartilage en réduisant le soutien structurel, en altérant l'apport en éléments nutritifs et en 
apportant des facteurs cataboliques (2, 22, 129). Une rigidité osseuse accrue pourrait 
également rendre le cartilage moins efficace pour supporter les charges mécaniques (129). 
Comme les os sont richement innervés, ils pourraient constituer une source potentielle de 
douleur dans l'arthrose (138). Par ailleurs, plusieurs études ont établi une corrélation entre 
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les anomalies osseuses observées par imagerie par résonance magnétique (IRM) et les 
douleurs au genou causées par l'arthrose (138, 139, 140). 
6.3 Membrane synoviale  
La membrane synoviale est une fine feuille de tissu conjonctif qui recouvre toutes 
les structures de l'articulation, à l'exception du cartilage (2). Elle est bien vascularisée et 
innervée, et contient des cellules qui phagocytent les débris, sécrète de l'acide hyaluronique 
(HA) et de la synovie pour lubrifier l’articulation, facilitant ainsi le glissement pendant les 
mouvements (2, 25). 
Une inflammation de la membrane synoviale ainsi qu'une hypertrophie synoviale et 
une hyperplasie surviennent dans l'arthrose (2). Les produits de dégradation du cartilage se 
diffusent dans la membrane synoviale où ils sont phagocytés par les macrophages, ce qui 
déclenche la libération de cytokines, d'espèces réactives de l'oxygène et l'inflammation 
synoviale (2). Ces cytokines sont ensuite libérées dans le liquide synovial où elles peuvent 
se diffuser dans le cartilage pour agir sur les chondrocytes, poursuivant ainsi le cycle de la 
dégradation et de l'inflammation (2).  
Les cellules synoviales sont également capables de produire des MMP et des 
ADAMTS en réponse à une signalisation inflammatoire (141). On pense également que les 
ROS produites dans l'inflammation synoviale jouent un rôle dans l'arthrose en 
décomposant la MEC, en régulant les enzymes dégradant la matrice et en inhibant les 
signaux anaboliques (142, 143). Comme la membrane synoviale est richement innervée, 
l'inflammation synoviale est potentiellement une source importante de douleur dans 
l'arthrose, et des relations significatives entre la synovite et les symptômes d'arthrose ont 
été rapportées dans plusieurs études (2, 144, 145, 146). 
6.4 Ménisques et ligaments  
Les ménisques du genou sont deux coussinets de fibrocartilage situés entre le fémur 
et le tibia et qui sont fixés à la capsule articulaire (147). Les ménisques font partie 
intégrante du système biomécanique de l'articulation du genou et stabilisent l'articulation, 
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résistent à la tension, à la compression et au stress, et absorbent les chocs lors des 
mouvements dynamiques (2, 147).  
Il y a 3 ligaments dans le genou. Ceux-ci sont constitués de fibres de collagène 
disposées en faisceaux parallèles qui assurent la stabilité antéropostérieure et en rotation 
du genou, préviennent l'hyperextension et fournissent des informations proprioceptives 
(148, 149). Les changements pathologiques au niveau des ménisques et des ligaments sont 
fréquents chez les adultes atteints de gonarthrose (arthrose du genou), même chez ceux qui 
n'ont pas subi de lésion antérieure (22, 25). Ces changements pathologiques comprennent 
la perturbation de la matrice, la fibrillation, les amas cellulaires, la calcification et la mort 
cellulaire, tous susceptibles d'altérer la cinématique du genou et de contraindre les zones 
cartilagineuses inhabituelles, favorisant ainsi la dégradation du cartilage (25).  
En outre, des augmentations de la pénétration vasculaire et de l'innervation ont été 
rapportées dans les ménisques de l'arthrose, suggérant une source potentiellement 
importante de douleur dans l'arthrose (150). 
7. Les médiateurs et facteurs impliqués dans l’arthrose  
7.1 Facteurs cataboliques  
7.1.1 MMPs 
Les métalloprotéinases matricielles sont une famille d'endopeptidases zinc-
dépendantes collectivement capables de dégrader tous les composants de la matrice 
extracellulaire. Les actions de ces enzymes sont puissantes et hautement cataboliques, et, 
en elles-mêmes, les expressions des gènes codant pour les métalloprotéinases matricielles 
sont strictement régulées et réservées aux cas où un remodelage dramatique est nécessaire, 
comme lors de la cicatrisation (151) et du développement embryonnaire (152). Leurs 
polyvalences et leurs efficacités en font également des effecteurs puissants des processus 
pathologiques, y compris l'initiation et la métastase tumorale, l'athérosclérose, l'arthrose et 
la polyarthrite rhumatoïde.  
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Il a été démontré que 7 métalloprotéinases matricielles (MMP-1, 2, 3, 8, 9, 13 et14) 
sont exprimées dans différentes circonstances. Parmi elles, 4 ont été trouvées 
constitutivement exprimées dans le cartilage adulte, jouant vraisemblablement un rôle dans 
le renouvellement des tissus, et régulées à la hausse dans les états pathologiques - MMP-
1, MMP-2, MMP-13 et MMP-14 (153). La présence de MMP-3, MMP-8 et MMP-9 dans 
le cartilage semble être caractéristique des circonstances pathologiques seulement. 
La MMP-1 (collagénase interstitielle) est impliquée dans la dégradation des 
collagènes de types I, II et III. Dans le développement embryonnaire, son expression est 
limitée aux zones de formation osseuse endochondrale et intramembranaire (154). Elle est 
particulièrement abondante dans les métaphyses et la diaphyse des os longs. Pendant ce 
temps, elle est exprimée seulement dans les chondrocytes hypertrophiques (immédiatement 
avant la différenciation terminale dans l'ossification endochondrale) et les ostéoblastes 
(154). Les niveaux d'expression sont faibles dans des conditions saines, mais une régulation 
positive significative est observée dans le cartilage arthritique; cette régulation peut jouer 
un rôle actif dans la dégradation du collagène dans ce tissu, mais est manifestement absente 
dans le cas de la synovite (155). 
La MMP-3 (stromélysine-1) est capable de dégrader un large éventail de molécules 
extracellulaires, y compris les collagènes de types II, III, IV, IX et X, la fibronectine, la 
laminine, l'élastine et divers protéoglycanes. En outre, elle s'est avérée avoir une activité 
d’un facteur de transcription, apparemment capable de réguler positivement l'expression 
d'autres métalloprotéinases matricielles (156). Elle intervient dans la cicatrisation, 
l'expression étant typique des fibroblastes et des cellules épithéliales après stimulation de 
ces derniers par des composés pro-inflammatoires (157); Expliquant ainsi la présence de 
taux élevés de MMP-3 dans le cartilage arthrosique et dans la synoviale dans l'arthrose 
(158), et l'absence dans les tissus de l’articulation normale. Cette enzyme peut être 
considérée comme étant un marqueur pour l'arthrose (159). 
La MMP-13 est de loin la plus étudiée des métalloprotéinases matricielles quant à 
son rôle dans le cartilage, car elle est considérée comme le principal effecteur catabolique 
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dans l'arthrose et dans d'autres formes d'arthrite grâce à sa capacité à cliver le collagène de 
type II prédominant dans le cartilage articulaire.  
Ayant un tel effet unique et dramatique, il est évident que la MMP-13 est 
fréquemment utilisée comme métalloprotéinase matricielle de choix dans la détection et 
l'étude de l'arthrose. Elle est particulièrement révélatrice et supporte son utilité en tant que 
biomarqueur dans l'arthrose. Bien que cette enzyme soit principalement impliquée dans la 
dégradation du collagène de type II, elle cible également d'autres molécules de la matrice 
comme le collagène de types IV et IX, le perlécan, l'ostéonectine et le protéoglycane (160). 
Elle est probablement impliquée dans le renouvellement de la matrice du cartilage sain. 
L'expression génétique de la MMP-13 semble se produire à travers un certain nombre 
de voies moléculaires qui fonctionnent soit par l'inflammation, soit par les cils primaires 
qui se trouve sur la surface des cellules. . Il a été montré que la protéine nucléaire 1 (Nupr 
1) inductible par le stress régulait l'expression de la MMP-13 in vitro (161). Yammani et 
Loeser ont montré que Nupr1, exprimée dans le cartilage, est nécessaire pour l'expression 
de MMP-13 via IL-1β. Cela pourrait être une voie pour les effets cataboliques de l'arthrose 
soient médiés par l'inflammation. Ceci est particulièrement intéressant à la lumière de 
l'étude réalisée par Xu et al. (2015) dans laquelle ils ont analysé l'expression différentielle 
de gènes dans le cartilage impliqués dans l'arthrose et dans la PR (162). Bien que ces 
chercheurs aient identifié plusieurs gènes associés à la régulation des MMP, les gènes 
prédominants étaient associés à l'inflammation. Cela pourrait donner une plus grande 
crédibilité au rôle des signaux inflammatoires précoces (c'est-à-dire AGE et IL-1) dans 
l'initiation et dans la progression de l'arthrose. 
L'activation des MMP peut être inhibée par les TIMP. Les TIMP le font en formant 
un complexe de haute affinité (127). Il semble que les conditions dans les tissus 
arthrosiques favorisent la synthèse et l'activation des MMP plutôt que l'inhibition. En effet, 
un manque de TIMP suffisant pour contrer l'augmentation de la production de MMP 




7.1.2 ADAMTS  
Les aggrécanases font partie de la famille de protéines "ADAMTS" (une désintégrine 
et une métalloprotéinase avec des motifs de thrombospondine). Il existe actuellement 19 
gènes ADAMTS connus chez l'homme, numérotés ADAMTS-1 à ADAMTS-20 (164). Il 
a été démontré que le clivage des aggrécanes au niveau des sites aggrécanases est 
responsable de la dégradation du cartilage in vitro (164, 165) et in vivo (166). Ainsi, des 
néoépitopes aggrécanes générés par des aggrécanases se retrouvent dans les liquides 
synoviaux des patients souffrant d'arthrose (167, 168). De plus, il est également montré 
que, contrairement aux inhibiteurs de la MMP, les inhibiteurs de l'aggrécanase pouvaient 
bloquer la dégradation du cartilage arthrosique humain (164), attestant de l’importance des 
aggrécanases dans la destruction de la matrice cartilagineuse. La recherche sur les causes 
responsables de la dégradation de la matrice cartilagineuse indique que les membres de la 
famille ADAMTS sont les plus importantes. Les enzymes ADAMTS, ADAMTS-1, -4, -5, 
-8, -9, -15 et -20, phylogénétiquement proches (169), sont considérées comme des 
aggrécanases potentielles. Les 3 seules ADAMTS capables de cliver l'aggrécane sur les 4 
sites d'aggrécanase situés dans la région riche en GAG sont les ADAMTS-1, -4 et -5 (170, 
171), ce qui en fait des aggrécanases puissantes. 
Aggrecanase-1 (ADAMTS-4) : L’aggrecanase-1 a été bien étudié et la preuve de 
son importance dans le catabolisme de l'aggrécane dans le cartilage est de plus en plus 
solide. La protéine ADAMTS-4 s'est révélée être colocalisée avec les produits de 
dégradation de l'aggrécane in vitro et in vivo (172). Il a été démontré que l'inhibition 
sélective d'ADAMTS-4 et d'ADAMTS-5 bloquait la dégradation du collagène de type-II 
par son effet protecteur sur les molécules d'aggrécane (173). Cependant, même s'il a été 
démontré qu'ADAMTS-4 était capable de cliver la molécule d'aggrécane in vitro (165), les 
études menées sur des souris ADAMTS-4 knock-out n'ont pas montré de protection contre 
la perte d'aggrécane à la suite d’une chirurgie de déstabilisation du genou. (174). Une étude 
similaire réalisée par Stanton et al. a montré que, in vitro, l'expression de ADAMTS-4 n'est 
pas induite par l'IL-1a chez la souris, ce qui suggère qu'ADAMTS-4 pourrait ne pas être 
une aggrécanase importante dans l'arthrose chez la souris (175). Cependant, dans l'arthrose 
humaine, ADAMTS-4 semble jouer un rôle important dans la dégradation de l'aggrécane. 
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En fait, cette aggrécanase est induite in vitro dans le cartilage humain par des cytokines 
pro-inflammatoires (176) et elle est augmentée dans le cartilage arthrosique (172, 177). 
Aggrécanase-2 (ADAMTS-5) : L’aggrecanase-2 a également été bien étudié et son 
importance dans le catabolisme de l'aggrécane dans le cartilage a été démontrée. Comme 
mentionné pour ADAMTS-4, il est démontré que l’inhibition sélective d’ADAMTS 4 et 
d’ADAMTS-5 avait un effet protecteur sur les molécules d’aggrécane (173). Des études 
menées avec des souris ADOKTS-5 knock-out et ADAMTS-4 / -5 double knock-out ont 
montré que ces animaux sont plus résistants à la dégradation du cartilage après une 
chirurgie de déstabilisation au genou (174, 175). In vitro, l'expression d’ADAMTS-5 est 
induite par l'IL-1a chez la souris, ce qui démontre son importance dans le traitement de 
l'arthrose chez cette espèce (175). ADAMTS-5 est également important chez l’humain. Son 
expression est élevée dans le cartilage arthrosique humain et il est responsable de la 
dégradation de l'aggrécane dans le cartilage normal et malade (176, 178, 179). Cependant, 
des polymorphismes présumés dommageables dans le gène ADAMTS-5 n'ont montré 
aucune modification de la sensibilité à l'arthrose (180). La recherche sur l'aggrécanase la 
plus importante dans l'arthrose humaine est toujours en cours. 
D’autres études et recherches sont également en cours sur l’importance des autres 
ADAMTS, ainsi que leur rôle dans la dégradation du cartilage. Par exemple, lors d’une 
certaine étude, on aurait trouvé la présence d’ARNm et de protéines d’ADAMTS-1 dans 
le cartilage normal et arthrosique (181), mais leurs effets et leur rôle restent toujours à 
décoder. 
7.2 Facteurs anaboliques  
Dans le cartilage sain, il se produit un faible renouvellement des molécules de la 
matrice extracellulaire. Un bon équilibre des activités anaboliques et cataboliques est donc 
crucial pour le maintien de l'intégrité du tissu cartilagineux et pour la réparation des 
dommages moléculaires subis au cours de notre vie. Chez les personnes atteintes d'arthrose, 
cet équilibre entre activités anaboliques et cataboliques est compromis, et l'ampleur de la 
dégradation des tissus prédomine sur la capacité de réparation des tissus (182). Dans 
l'arthrose, une élévation des facteurs anti-anaboliques et cataboliques se produit. Fait 
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intéressant, l'activité anabolique est également augmentée, mais cette réponse ne parvient 
pas à réparer le tissu en raison d'une insuffisance quantitative et qualitative. Parmi les 
facteurs anaboliques les plus étudiés au cours de la maladie, on trouve le facteur de 
croissance transformant β (TGF-β), les protéines osseuses morphogénétiques (BMPs) et le 
facteur de croissance analogue à l'insuline ‐ 1 (IGFs) (182). 
7.2.1 TGF- β 
Le facteur de croissance transformant β (TGF-β) est une famille de protéines 
dimériques impliquées dans de multiples activités de signalisation biologique, y compris 
la prolifération et la différenciation cellulaire. Dans les chondrocytes arthrosiques, le TGF-
β favorise l'expression du collagène de type II et de l'aggrécane, et régule négativement les 
enzymes dégradant la matrice, contrecarrant ainsi la dégradation de la matrice du cartilage 
induite par l'IL-1β (183, 184). Cet effet du TGF-β est réduit au cours du vieillissement et 
peut être responsable du niveau plus élevé de dégénérescence du cartilage dans le cartilage 
âgé (185). Les niveaux d'expression des récepteurs TGF-β dans les chondrocytes sont 
réduits chez les personnes souffrant d'arthrose et chez les personnes âgées, ce qui entraîne 
une diminution de la réactivité au facteur de croissance anabolique (185). 
7.2.2 BMP  
Les BMP sont des protéines de signalisation qui appartiennent à la superfamille des 
TGF-β et elles participent à la régulation de nombreux processus de développement 
physiologiques. L’une de leurs fonctions principales est le maintien du cartilage articulaire 
(182). Les BMP du cartilage les plus étudiées sont BMP-2, BMP-4 et BMP-7. La BMP-2 
est régulée positivement dans les chondrocytes arthrosiques par les cytokines 
inflammatoires IL-1β et TNF-α et il a été démontré qu’elle augmentait l'expression de 
gènes de la matrice extracellulaire comme le collagène de type II dans les chondrocytes 
(186, 187). Contrairement à la BMP-4, la BMP-7 est régulée négativement dans les 
chondrocytes arthrosiques. La BMP-7 a un effet positif sur la biosynthèse de la matrice et 
peut inverser l'inhibition de la biosynthèse des protéoglycanes induite par l'IL-1β in vitro, 
ce qui suggère que les activités anaboliques et anti-cataboliques sont affectées dans les 
chondrocytes arthrosiques (188, 189, 190).  
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Les données expérimentales disponibles suggèrent que, parmi les BMP, la BMP-7 a 
l'effet anti-dégénératif le plus puissant. Par exemple, la BMP-7 injectée par voie intra-
articulaire présente des effets chondroprotecteurs in vivo dans des modèles d'arthrose (191, 
192). D'autres membres de la famille BMP, comme BMP-4, ont également démontré des 
effets anaboliques sur les chondrocytes, mais leur rôle dans l'arthrose n'est pas bien étudié. 
Outre la régulation de l'expression des gènes, l'activité des BMP in vivo est également 
régulée par les antagonistes des BMP, protéines solubles qui inhibent l'interaction des BMP 
avec leurs récepteurs apparentés. Par exemple, l'expression des antagonistes des BMP - la 
gremlin et la follistatine - est régulée pendant l'arthrose, ce qui ajoute à la complexité du 
contrôle (193, 194). Enfin, il apparaît que les effets des différentes BMP sur les 
chondrocytes articulaires sont dépendants de l'âge et que, l'arthrose étant principalement 
une maladie des personnes âgées, sa progression peut être en partie affectée en fonction de 
ce phénomène (195, 196). 
Dans une revue, van der Kraan et al. (197) ont discuté du double rôle des BMP dans 
l'arthrose. La signalisation BMP stimule à la fois la synthèse de la matrice et la 
différenciation des chondrocytes terminaux comme on le voit dans les chondrocytes sur la 
plaque de croissance. Cette différenciation des chondrocytes terminaux entraîne une 
production accrue de MMP-13, ce qui augmente la dégradation de la matrice. Les auteurs 
concluent que la signalisation BMP dans l'arthrose des chondrocytes a des effets à la fois 
anaboliques et cataboliques, et qu'il est difficile de déterminer quel effet est dominant 
(182). 
7.2.3 IGF-1  
Le facteur de croissance de type insuline-1 (IGF-1) joue un rôle crucial dans 
l'homéostasie du cartilage en stimulant la production de matrice extracellulaire et en 
inhibant la dégradation de la matrice (198, 199). L'expression de l'IGF-1 est induite par 
l'hormone de croissance, et une déficience en hormone de croissance suivie d'un déficit en 
IGF-1 conduit à des lésions similaires à celles de l'arthrose chez le rat (200). 
L'IGF-1 humain et son récepteur sont fortement exprimés dans les chondrocytes 
arthrosiques (182). Cependant, ces cellules ne réagissent pas à l'IGF-1, malgré le niveau 
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élevé d'expression du récepteur de l'IGF-1, en raison de l'inhibition des interactions du 
récepteur-ligand de l'IGF-1 par les protéines de liaison à l'IGF, également fortement 
exprimées dans les chondrocytes arthrosiques (201). Notamment, l'expression de la 
protéine de liaison à l'IGF-3 augmente dans les chondrocytes arthrosiques et diminue 
fonctionnellement les effets anaboliques de l'IGF-1 dans ces cellules (198, 202, 203). Ainsi, 
la réactivité du cartilage arthrosique à la signalisation anabolique de l'IGF-1 est fortement 
régulée en fonction de la concentration en protéines de liaison à l'IGF. 
Les actions anaboliques de l'IGF-1 sont probablement impliquées dans la réponse 
des chondrocytes arthrosiques aux signaux inflammatoires. Par exemple, le médiateur 
inflammatoire NO inhibe les effets anaboliques de l'IGF-1 sur les chondrocytes (204). 
D'autre part, l'IGF-1 protège le cartilage contre les effets cataboliques induits par l'IL-1β 
par la régulation de l’expression du récepteur de leurre IL-1, IL-1R2 (205). 
7.3 Médiateurs pro-inflammatoires  
7.3.1 Cytokine : 
Au cours de la progression de l’arthrose, le phénotype catabolique est maintenu par 
un certain nombre de cytokines pro-inflammatoires, y compris l'interleukine-1 (IL-1), 
facteur de nécrose tumorale-a (TNF-a), IL-6 et IL-17 (206). Selon leur action et le 
métabolisme du cartilage, ils peuvent être divisés en cataboliques, cytokines anti-
cataboliques et modulateurs (207). Les mieux étudiés des cytokines touchant la maladie 
dégénérative du cartilage sont l'IL-1 et TNF-a.  
Aujourd’hui, des agents pharmacologiques inhibant spécifiquement les deux IL-1 et 
TNF-a chez les personnes atteintes de polyarthrite rhumatoïde sont disponibles. 
7.3.1.1 L'interleukine-1 bêta (IL-1β)  
L'interleukine-1 bêta (IL-1β) est l’une des cytokines les mieux étudiés car il est 
considéré comme l'une des clés impliquées dans la pathogenèse de l'arthrose. Il induit des 
réactions inflammatoires et un effet catabolique, indépendamment ou bien associé à 
d'autres médiateurs, au niveau de l’articulation. Sa synthèse dans l'articulation est régie par 
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les chondrocytes, les ostéoblastes, les cellules formant la membrane synoviale et les 
cellules mononucléées présentes dans l'articulation ou infiltrées dans sa structure pendant 
la réponse inflammatoire (208, 209, 210).  
Les patients atteints d'arthrose présentent un taux élevé d'IL-1β à la fois dans le 
liquide synovial, la membrane synoviale, le cartilage et la partie osseuse sous-chondral 
(209, 211, 212, 213). L'activation biologique des cellules par l'IL-1β est médiée par 
l'interaction avec le récepteur membranaire, à savoir l'IL-1R1 (IL-1RI, CD121a), qui peut 
également se lier à l'IL-1α et à l'IL-1Ra (214). Un autre récepteur l'IL-1R2 (IL-1RII, 
CD121b) est aussi capable de lier l’IL-1β, qui forme un complexe récepteur ligand inactif 
après liaison de l'IL-1α, IL-1β ou IL-1Ra. Qui ne montre aucune capacité à communiquer 
et à activer le signal intracellulaire (215). À ce stade, il convient de mentionner la présence 
de l'antagoniste des récepteurs IL-1Ra produit par certaines cellules de l'articulation, qui 
(comme indiqué ci-dessus) peuvent se lier à l'IL-1R1 et à l'IL-1R2, bloquant ainsi leur 
liaison avec l'IL-1β. Ce qui peut dans une certaine mesure affecter la diminution de 
l'activité de l'IL-1β (216, 217). L'expression du récepteur de l'IL-1R1 est augmentée chez 
les patients atteints d'arthrose à la surface des chondrocytes et des synoviocytes 
fibroblastiques (fibroblast-like synoviocytes-FLS) par rapport aux groupes de traitement 
(218, 219).  
L'effet de l'IL-1β se manifeste par son effet significatif sur le métabolisme des 
cellules et la matrice extracellulaire (ECM) (220). Au cours de la maladie, la perte 
progressive du cartilage articulaire est d'une importance capitale. De nombreuses études 
confirment que l'effet de l'IL-1β bloque la synthèse de la MEC par les chondrocytes, 
interférant avec la synthèse des protéines structurelles clés telles que le collagène de type 
II et l'aggrécane (221, 222). Outre la diminution de la synthèse des éléments constitutifs, 
l’IL-1β affecte le fonctionnement des chondrocytes dans la synthèse des enzymes du 
groupe des métalloprotéinases (MMP), principalement la collagénase interstitielle (MMP-
1), la stromélysine-1 (MMP-3) et la collagénase 3 (MMP-13), qui ont un effet destructeur 
sur les composants du cartilage (223, 224). En plus de l’induction des enzymes de la famille 
des MMP, l’IL-1β affecte la production des métalloprotéinases ADAMTS, responsables 
de la protéolyse des molécules d’aggrécane (225). Un rôle majeur est attribué à ADAMTS-
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4, dont la production est stimulée à la fois par l'IL-1β et le TNF-α, alors que l'ADAMTS-5 
n'a aucune corrélation avec l'influence des cytokines et est produite de manière constitutive 
(225, 226).  
Les chondrocytes soumis à l'effet de l'IL-1β et du TNF-α ont également tendance à 
vieillir plus rapidement et à induire l'apoptose (227, 228). En analysant les informations ci-
dessus, on peut observer l'effet multiple de l'IL-1β sur le cartilage en inhibant sa possibilité 
de restauration, en intensifiant sa détérioration par les enzymes et aussi avoir un effet 
néfaste direct sur les chondrocytes. Dans les cellules de l'articulation, l'IL-1β est capable 
d'induire sa propre sécrétion de manière autocrine pour stimuler la synthèse d'autres 
cytokines telles que, par exemple, les cytokines TNF-α, IL-6 et IL-8 (229, 230). De plus, 
des effets sont observés sur la sécrétion d'un certain nombre d’enzymes et de médiateurs 
impliqués dans la physiopathologie de l'arthrose. Ces composés peuvent inclure l'iNOS 
générant le NO, la phospholipase A2 (PLA2), la cyclooxygénase-2 (COX-2), la 
prostaglandine E synthase 2 (PGE2 synthase) produisant la prostaglandine E2 (PGE2) (231, 
232). Au cours de la maladie, l'IL-1β stimule la production d'espèces réactives de l'oxygène 
(ROS), qui génèrent par exemple la formation de peroxydes et de radicaux hydroxylés, qui 
endommagent directement le cartilage articulaire. L'intensification de ce processus est 
également associée à une diminution de l'expression des enzymes oxydantes, observée dans 




Figure 6: Voies de signalisation intracellulaires associées à l'IL-1β et cibles et effets 
cellulaires en aval. 
IL-1R1 : récepteur de l'interleukine-1, type 1; IL-1R2 : récepteur de l'interleukine-1, type 2; 
MyD88 : gène primaire de la différenciation myéloïde; IRAK : kinase associée au récepteur de 
l'interleukine-1; TRAF6 : facteur 6 associé au récepteur du TNF; TAK1 : également connu sous 
le nom de protéine kinase kinase 7 activée par un mitogène (MAP3K7); TAB1 : également connu 
sous le nom de protéine 1 interagissant avec la protéine kinase kinase 7 activée par un mitogène 
(MAP3K7IP1); TAB2 : également connu sous le nom de protéine 2 interagissant avec la protéine 
kinase kinase 7 activée par un mitogène (MAP3K7IP2); p50, p65 : sous-unités de protéines 
formant NF-κB; IκB : (inhibiteur de κB) un complexe endogène de protéines inhibant l'activation 
de NF-κB; IKK1,2 / NEMO : inhibiteur de la NF-κB kinase 1,2 (IKB kinase 1,2) / inhibiteur de 
NF-κB kinase (modulateur essentiel de NF-κB); ERK : kinase régulée par un signal 
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extracellulaire; JNK : kinase N-terminale c-Jun; p38 : protéines kinases activées par un mitogène 
p38; MAPK : protéines kinases activées par des mitogènes; AP-1 : protéine activatrice 1. 
(Référence: Wojdasiewicz, P., Poniatowski, Ł. A., & Szukiewicz, D. The role of inflammatory 
and anti-inflammatory cytokines in the pathogenesis of osteoarthritis. Mediators of 
inflammation, 2014, 561459). (Autoriser à utiliser la figure) 
7.3.1.2 Facteur de nécrose tumorale alpha (TNF-α)  
Le facteur de nécrose tumorale alpha (TNF-α), associé à l'IL-1β, est considéré 
comme une cytokine inflammatoire clé impliquée dans les processus physiopathologiques 
de l'arthrose. Le TNF-α est sécrété par les mêmes cellules de l'articulation qui synthétisent 
l'IL-1β, et sa concentration étendue est également observée dans les mêmes éléments, tels 
que le liquide synovial, la membrane synoviale, le cartilage et l’osseuse sous-chondral, où 
des taux accrus d'IL-1β sont également détectés (209, 211, 212, 213).  
Cette cytokine a la capacité de se lier aux deux isotypes des récepteurs membranaires 
TNF-R1 (p55, CD120a et TNFRSF1a) et TNF-R2 (p75, CD120b et TNFRSF1b), situés à 
la surface de presque toutes les cellules nucléées (234, 235). Le récepteur TNF-R1 peut 
être efficacement activé par les formes solubles et membranaires, tandis que le TNF-R2 se 
lie principalement à la forme membranaire (235). Jusqu'à présent, la participation du TNF-
R1 semble avoir un impact plus important sur la perte locale de cartilage articulaire que le 
TNF-R2. Cela ne change toutefois pas le fait que les deux récepteurs sont impliqués dans 
la transduction du signal après avoir été activés par le TNFα dans les processus survenant 
dans l'arthrose (236, 237). L'expression de TNF-R1 est également augmentée dans les 
cellules FLS (238, 239). L'effet du TNF-α coïncide, dans la plupart des cas, avec l'action 
de l'IL-1β et, dans le cas de nombreux phénomènes se produisant au cours de l'arthrose, il 
existe une synergie marquée entre les deux cytokines (240). Cet effet est le résultat de 
l'activation du même groupe de voies de signalisation intracellulaires, ce qui déclenche à 
son tour des effets similaires qui augmentent l'inflammation et le catabolisme dans les 
tissus articulaires (220, 241).  
Le TNF-α affecte le blocage de la synthèse des protéoglycanes dans les chondrocytes, 
des protéines liant les protéoglycanes et du collagène de type II (242, 243). Les 
chondrocytes activées produisent également MMP-1, MMP-3, MMP-13 et ADAMTS-4 
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(225, 244, 245). Comme décrit précédemment, il existe une induction de l’apoptose des 
chondrocytes qui suppriment toute possibilité de régénération du cartilage (227, 228, 246). 
Un impact évident des TNF-α et de l'IL-1β sur la réduction de l'efficacité de la chaîne 
respiratoire a également été observé, d'où la diminution de l'ATP produit dans les 
mitochondries situées dans les chondrocytes; de plus, le potentiel de la membrane 
mitochondriale diminue (247).  
Le TNF-α est responsable de la synthèse accrue de, par exemple, IL-6, IL-8 et VEGF 
(248, 249, 250). De plus, comme décrit ci-dessus, IL-1β et TNFα induisent la production 
d’iNOS, COX-2 et PGE2 synthase, augmentant ainsi les quantités de leurs produits (251, 
252, 353). 
7.3.1.3 L’interleukine-6 (IL-6) 
L'interleukine-6 (IL-6) est considérée comme une cytokine qui active fortement le 
système immunitaire et améliore la réponse inflammatoire, bien que, compte tenu de 
certains de ses effets, elle puisse être classée dans les interactions anti-inflammatoires. La 
production d'IL-6 dans les tissus de l'articulation arthrosique se fait généralement en 
réponse à IL-1β et au TNF-α et est principalement secrété par les chondrocytes, les 
ostéoblastes, les FLS, les macrophages et les adipocytes (248, 254, 255). L'augmentation 
de la concentration d'IL-6 est présente à la fois dans le liquide synovial et dans le sérum, et 
est positivement corrélée à l'intensité des lésions en imagerie par rayons X (256, 257). 
L'effet de l'IL-6 sur le cartilage articulaire n'est pas différent de celui des autres 
cytokines et, en synergie avec celles-ci, entraîne une diminution de la production de 
collagène de type II et augmente la production d'enzymes du groupe des MMP (258, 2659). 
Il a également été constaté que ces effets peuvent être renforcés sous l’effet d’une blessure 
(260). L'IL-6 est considérée comme la cytokine clé, responsable de modifications de la 
couche de l’os sous-chondral (261, 262). Son effet repose en grande partie sur la formation 
d'ostéoclastes et donc de la résorption osseuse, tout en montrant une synergie avec l'IL-1β 
et le TNF-α (261, 263).  
Les ostéoblastes stimulés par l'IL-1β, le TNF-α et l'IL-6 en deviennent une source et 
peuvent également produire des MMP en affectant négativement le cartilage situé à 
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proximité de celui-ci (264, 265). En analysant des tests sur des modèles animaux, on peut 
constater que l’IL-6 peut avoir un effet différent dans certaines situations. Une expérience 
réalisée sur des souris dépourvues du gène de l'IL-6 a montré qu'elles avaient tendance à 
développer des modifications dégénératives beaucoup plus avancées que les souris saines 
(266). Au cours d'une autre expérience, il a également été démontré, chez des souris 
dépourvues du gène de l'IL-6, que l'injection intra-articulaire d'IL-6 réduisait la perte de 
protéoglycanes dans la phase aiguë de l'inflammation articulaire chronique et induisait la 
formation d'ostéophytes (267). 
7.3.1.4 L’interleukine-15 (IL-15) 
L'interleukine-15 (IL-15) est une glycoprotéine. Son action repose principalement 
sur la stimulation de la différenciation et de la prolifération des cellules T et NK (268). 
C'est l'une des cytokines les mieux documentées impliquées dans la pathogenèse de la 
polyarthrite rhumatoïde (PR) (269, 270). Lors de l'analyse de l'implication de l'IL-15 dans 
la pathogenèse de l'arthrose, son augmentation de concentration a été constatée dans le 
liquide synovial aux premiers stades de la maladie (271). Il a également été démontré que 
l'augmentation du taux d'IL-15 dans le sérum était corrélée à la fois avec la sensation de 
douleur et la gravité des lésions sur l'image radiographique (272). Il a également été noté 
que sa présence pouvait stimuler la sécrétion de certains types de métalloprotéinases du 
groupe des MMP (271). 
7.3.1.5 L’interleukine-17 (IL-17) 
L’interleukines-17 (IL-17) est une cytokine à effet inflammatoire qui attire de plus 
en plus l'attention des chercheurs pour sa participation à la pathogenèse de l'arthrose. Il est 
composé de six membres (IL-17A-F) pouvant interagir via cinq types de récepteurs (IL-
17RA-E) (273, 274). La source d'IL-17 est principalement constituée de cellules T CD4 + 
et de mastocytes infiltrant la membrane synoviale et l'ensemble de l'articulation par les 
vaisseaux sanguins (275, 276). Les principales cellules de l'articulation touchées par l'IL-
17 sont les chondrocytes et les FLS présentant l'expression de l'IL-17R à leur surface (277). 
De plus, des études ont mis en évidence une réponse immunitaire cellulaire directe de ces 
cellules T contre les antigènes membranaires des chondrocytes et des fibroblastes au cours 
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de l'arthrose (278). Le taux d'IL-17 mesuré dans le sérum et dans le liquide synovial des 
patients est élevé et montre une corrélation positive avec l'image radiographique des lésions 
dans l'arthrose (279).  
Il a été démontré que l'IL-17 inhibe la synthèse des protéoglycanes par les 
chondrocytes et favorise la production d'enzymes du groupe des MMP (280, 281). En outre, 
l'IL-17 influence la sécrétion d'autres cytokines et composés affectant la dégradation du 
cartilage, tels que l'IL-1β, le TNFα, l'IL-6, le NO et la PGE2 (282, 283). L'effet de l'IL-17 
sur la sécrétion de VEGF par les chondrocytes et les FLS est également caractéristique ; 
elle favorise le développement excessif d’un réseau de vaisseaux sanguins au sein de la 
membrane synoviale, conduisant à son hypertrophie (250, 277). Récemment, il a également 
été confirmé que le polymorphisme du gène IL-17A G-197A dans certaines populations 
pouvait être corrélé à la susceptibilité du développement de l'arthrose (284). 
7.3.1.6 L’interleukine-18 (IL-18) 
L'interleukine 18 (IL-18) est un autre représentant de la famille des IL-1F (206). La 
production d'IL-18 dans l'articulation est déterminée par les chondrocytes, les ostéoblastes, 
les FLS et les macrophages (285, 286). Son augmentation de concentration est évidente 
dans le liquide synovial, la synoviale, le cartilage et le sérum, et montre une corrélation 
positive avec le degré observé de gravité de la maladie sur les images radiographiques (287, 
288).  
L'effet de l'IL-18 est médié par le récepteur de l'IL-18R qui porte une similitude 
structurelle et fonctionnelle avec l'IL-1R. Des études ont montré que le polymorphisme des 
gènes codant, à la fois pour IL-18R et pour l'interleukine IL-18 chez certaines variantes, 
pouvait prédéterminer le développement de l'arthrose et la dégénérescence discale lombaire 
(LDD) (289, 290). L'IL-18 affecte les chondrocytes en induisant la régulation positive d'IL-
18Rα à leur surface et en stimulant la synthèse excessive des métalloprotéinases MMP-1, 
MMP-3 et MMP-13 (291). En plus d'augmenter la concentration des enzymes dégradant le 
cartilage, il existe une inhibition de la production de protéoglycanes, d'aggrécane et de 
collagène de type II. De plus, les chondrocytes présentent des modifications 
morphologiques typiques des cellules entrant dans l'apoptose (292, 293).  
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L’IL-18 affecte les chondrocytes et les cellules synoviales, augmentant la production 
de divers composés et enzymes, tels que l’IL-18 de manière autocrine, IL-6, iNOS, PGE2, 
COX-2 et VEGF (285, 294, 295). 
7.3.2 Les dérivés réactifs de l'oxygène (ROS) 
7.3.2.1 Définition et sources de ROS 
Les ROS sont des radicaux libres contenant des molécules d'oxygène, notamment un 
radical hydroxyle (OH -), du peroxyde d'hydrogène (H2O2), un superoxyde anion (O2 -), 
de l'oxyde nitrique (NO) et un ion hypochlorite (OCl -) (Figure 7). La présence d'électrons 
non appariés dans la couche de valence fait en sorte que les ROS sont de courtes durées, 
instables et hautement réactifs afin de parvenir à la stabilité (296). Les principaux sites de 
génération de ROS comprennent les mitochondries (par phosphorylation oxydative), des 
molécules non liées aux mitochondries, la nicotinamide adénine dinucléotide 
phosphate oxydase (NADPH) et la xanthine oxydase (XO) (297).  
 




CAT, catalase; Cl, chlore; GPX, le glutathion peroxydé; H2O2, peroxyde d'hydrogène; NADPH, 
nicotinamide adénine dinucléotide phosphate; NO, oxyde nitrique; NOS, oxyde nitrique synthase; 
NO2 -, ion nitrite; NO3 -, ion nitrate; OCl -, ion hypochlorite; OH-, radical hydroxyle; ONOOH, 
acide peroxynitreux; ONOO-, peroxynitrite; OXPHOS, phosphorylation oxydative; O2 -, anion 
superoxyde; SOD, superoxyde dismutase. (Référence : 332) 
 
Des mécanismes extensifs permettant de piéger les ROS ont été mis au point chez 
des espèces utilisant l’oxygène pour la production d’énergie. Ce système antioxydant 
comprend des antioxydants enzymatiques et non enzymatiques, comme la superoxyde 
dismutase (SOD), la catalase (CAT), le glutathion peroxydase (GPX), le glutathion (GSH), 
la NADPH ubiquinone oxydoréductase (NQO1), la paraoxonase (PON), l'acide ascorbique 
(vitamine C), l’α-tocophérol (vitamine E) et les carotinoïdes (298, 299). Ils réagissent 
spontanément et récupèrent de nombreuses formes de ROS, maintenant ainsi le milieu 
redox intracellulaire (300). Le stress oxydatif a été défini comme une perturbation de 
l'équilibre entre la production de ROS et des défenses antioxydantes, qui entraînent des 
dommages macromoléculaires et une perturbation de la signalisation redox (301, 302). 
7.3.2.2 Production de ROS dans les chondrocytes 
Les ROS sont produits en faible concentration dans les chondrocytes articulaires, 
principalement par la NADPH oxydase. Ils sont des acteurs essentiels dans les mécanismes 
de signalisation intracellulaire qui contribuent au maintien de 
l’homéostasie du cartilage lors de la modulation de l’apoptose des chondrocytes, de 
l'expression des gènes et de la synthèse de la MEC, ainsi que de la production des 
cytokines (303, 304, 305, 306).  
La production de ROS et le stress oxydatif ont été observés chez des patients atteints 
d'arthrose (307, 308, 309). Le cartilage arthrosique a significativement plus de dommages 
à l'ADN induit par les ROS que le cartilage normal, et ces dommages sont médiés par 
l’interleukine-1 (310). Les preuves de l'implication des ROS dans la dégradation du 
cartilage proviennent de la présence de produits de peroxydation lipidique, comme 
les lipoprotéines de basse densité oxydées (ox-LDL), les nitrites, la nitrotyrosine et les 
produits nitrés dans les fluides biologiques et le cartilage des patients souffrant d'arthrite, 
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et chez les modèles d’animaux d'arthrose (306, 311, 312, 313). Au contraire, les enzymes 
antioxydantes telles que la SOD, la CAT, la GPX et la PON1 sont diminuées chez les 
patients souffrant d'arthrose, ce qui confirme le rôle du stress oxydatif dans la pathogenèse 
de l'arthrose (308, 309, 314, 315). 
Hiran et al. ont démontré que les chondrocytes articulaires porcins peuvent libérer 
des ROS en utilisant le complexe de type NADPH oxydase (316). La NADPH oxydase 
exprimée par les chondrocytes est la principale enzyme responsable de la formation de 
ROS dans le liquide synovial. Elle contribue à augmenter le stress oxydatif dans 
l'articulation et à favoriser la dégradation progressive du cartilage qui accompagne 
l'arthrose (317, 318). 
iNOS est l'enzyme responsable de la production de NO. Elle est principalement 
exprimée dans les chondrocytes humains (319) et son expression est régulée positivement 
par des cytokines inflammatoires, telles que l’IL-1β, l’IL-17, le TNF-α, l’interféron-
γ (ΙFN-γ), le lipopolysaccharide (LPS) (320). La régulation de l'expression d’iNOS par IL-
1β est médiée par le facteur nucléaire de transcription NF-kB (310). Plus spécifiquement, 
IL-1β entraîne la formation et la translocation de NF-kB dans le noyau, où il se lie à des 
séquences spécifiques de la région promotrice du gène iNOS (321, 322). L'IL-17 stimule 
l'expression d'iNOS et la production de NO dans les chondrocytes par l'activation des voies 
de signalisation MAPK p38, MAPK p44 / 42 et NF-κB, qui augmentent l'expression de 
l'ARNm d'iNOS (323, 324). Les chondrocytes du cartilage arthrosique surexpriment 
l'iNOS, en particulier dans la zone superficielle, ce qui suggère que ces tissus produisent 
activement du NO (325, 326).  
La surexpression de la NOS dans divers tissus inflammatoires suggère que la 
modulation de la synthèse et de l’action du NO pourrait constituer un nouveau traitement 
pour de nombreuses affections inflammatoires et auto-immunes.  
7.3.2.3 Fonctions de la ROS dans le cartilage articulaire 
Dans les situations pathologiques comme l'arthrose, la tension de l'oxygène dans le 
liquide synovial est soumise à des fluctuations résultant du phénomène d'ischémie-
reperfusion, d'une accélération pathologique du métabolisme tissulaire et de contraintes 
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anormales durables sur l'articulation (327). En réponse à des variations partielles de 
pression en oxygène, à des contraintes mécaniques (328, 329) et à 
des médiateurs inflammatoires (IL-1β, TNF-α, IFNγ, ox-LDL, LPS, IL-17), les 
chondrocytes produisent des taux anormaux de ROS via le NADPH oxydase, NOS et XO, 
principalement NO et O2- qui génèrent d’autres radicaux tels que ONOO - et H2O2 (303, 
316). La réaction chimique entre O2- et NO contribue à la formation de ONOO -, qui 
déclenche les dommages oxydatifs des protéines cellulaires, des lipides oxydants, des 
protéines, des glucides et de l'ADN dans le cartilage articulaire humain (330, 331). 
 Dans des conditions pathologiques, les ROS surproduites jouent le rôle de seconds 
messagers et contribuent à la dégradation du cartilage en inhibant la synthèse de la 
matrice, la migration cellulaire et la bioactivité des facteurs de croissance. Toutes en 
dégradant directement les composants de la matrice, en activant les MMP et en induisant la 
mort cellulaire (Figure 8). 
 
Figure 8: Mécanismes liés au stress oxydatif de la pathogenèse de l’arthrose. 




7.3.2.4 ROS dans la signalisation intracellulaire au cartilage arthrosique  
Une augmentation du stress oxydatif conduit à la régulation positive de facteurs de 
transcription sensibles à l’oxydoréduction, comme NF-KB, qui contribuent aux altérations 
phénotypiques pro-inflammatoires dans les tissus arthrosiques, notamment l'induction de 
l’expression d’iNOS, IL-8 et cyclooxygénase-2 (COX-2). L'augmentation des niveaux de 
ROS inhibe la voie PI3K / Akt et active la voie MEK / ERK dans les chondrocytes 
arthrosiques ; l'équilibre de ces voies est important pour le processus inflammatoire, 
l'apparition et la progression de l'arthrose (333, 334).  
Les ROS agissent comme des intermédiaires de signalisation dans l'activation de 
JNK par IL-1 et TNF-α dans les chondrocytes (335). Dans les chondrocytes articulaires 
bovins, le TNF-α et le facteur de croissance des fibroblastes basiques (bFGF) induisent la 
production de ROS par le biais d’un complexe d’enzyme NADPH oxydase, entraînant une 
régulation positive de l’expression de c-fos (336). De la même manière, les ROS régulent 
l'induction par IL-1β de l’expression de c-fos et de MMP-1 dans les chondrocytes 
articulaires (337). Par l’intermédiaire des canaux ioniques de transport membranaire, les 
ROS agissent comme second messager provoquant un événement de phosphorylation de la 
protéine et régulant ainsi le pH intracellulaire et l'homéostasie ionique (298). 
De nombreuses études suggèrent que le NO favorise l'inflammation en augmentant 
la production de cytokines inflammatoires, telles que l'IL-1β et le TNF-α, qui activent 
rapidement le NF-κΒ. NO augmente la production de prostaglandine E 2 (PGE 2) et réduit 
la synthèse d'antagoniste endogène des récepteurs de l'IL-1 (IL-1Ra) (338, 
339). Des expériences in vivo utilisant un modèle OA chez le chien ont démontré que la 
stimulation des chondrocytes par NO est en partie responsable de la régulation ultérieure 
de la synthèse de l'IL-18, ainsi que de la synthèse de l'enzyme de conversion de 
l'interleukine-1 (ICE), une caspase nécessaire à la maturation d’IL-1β et IL-18 (340). NO 
augmente l'activité enzymatique de COX-2 (341) puisque ONOO - active COX-
2 peroxydase (342). Il a été démontré que, dans les cellules souches 
mésenchymateuses différenciées chondro-géniquement, le collagène II modifié au 
peroxynitrite conduit à la phosphorylation des MAPK et à l'activation de NF-κΒ, à la 
régulation positive de l'iNOS et à la synthèse de NO (343). Cependant, dans certaines 
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circonstances, le NO peut avoir des actions anti-inflammatoires, car il peut réduire la 
production de PGE 2, IL-6 et IL-8 dans les chondrocytes (344) et supprimer la production 
d'O 2 – par les neutrophiles par action directe sur la NADPH 
oxydase (345). Les oxydants dérivés du NO et du NO réagissent avec la phospholipase 
A2 et inhibent la libération de l'acide arachidonique, substrat de la COX (346).  
Ces résultats contradictoires pourraient s'expliquer par le fait que les voies de 
signalisation intracellulaires sont très sensibles aux fluctuations intracellulaires des 
niveaux de ROS. En effet, l'activation de deux facteurs de transcription majeurs, NF-κΒ et 
AP-1, dépend de manière cruciale des taux de ROS intracellulaires (347). 
7.3.3 Les prostaglandines  
Les prostaglandines jouent également un rôle important dans l’arthrose. Ils sont non 
seulement des initiateurs de l’inflammation, mais également des inhibiteurs de cette 
dernière. L'un des premiers effets des cytokines pro-inflammatoires est l'activation de 
la phospholipase A2 (PLA2) qui clive les membranes cellulaires pour libérer l’acide 
arachidonique (Figure 9). La PLA2 comprend trois grandes classes d'enzymes, chacune 
comprenant des sous-classes pouvant être régulées au cours de l'inflammation et du 
rétablissement (348). La cyclo-oxygénase 2 (COX-2) est également induite par les 
cytokines pro-inflammatoires. COX-2 est fortement régulée à la hausse au cours de 
l’inflammation et catalyse la conversion de l’acide arachidonique en PGH2 (Figure 
9). PGH2 est le précurseur de nombreux eicosanoïdes (tels que la prostacycline et le 
thromboxane), mais l’accent sera mis sur seulement deux d'entre eux, PGE2 et PGD2. Le 
premier est la principale prostaglandine pro-inflammatoire et le dernier est le précurseur 





Figure 9: Synthèse et actions des prostaglandines. 
L'acide arachidonique est métabolisé par les enzymes COX1 et COX2 en PGG2 puis en PGH2 
au cours d'une réaction en deux étapes (oxydation et réduction). La prostaglandine PGH2, 
relativement instable, est convertie enzymatiquement par des synthases spécifiques : 
thromboxane (TxAS), PGE, PGF, PGD et PGI synthases, en l'un des cinq prostanoïdes : TxA2, 
PGE2, PGF2α, PGD2 et PGI2, respectivement. Chaque prostanoïde interagit avec des membres 
distincts de la famille des récepteurs membranaires couplés aux protéines G. Ces récepteurs (IP, 





7.3.3.1 La PGE2 
La prostaglandine E synthase-1 (mPGES-1) est l’enzyme principale, qui synthétise 
la PGE2 à partir de la PGH2. Il a été prouvé que les niveaux d'ARNm et de protéines pour 
mPGES-1 étaient élevés dans l'arthrose par rapport au cartilage normal. Le traitement des 
chondrocytes avec de l'IL-1β ou du TNFα a augmenté l'expression de mPGES-1 de manière 
liée à la dose et au temps (350).  
La PGE2 est fortement exprimée dans l'arthrite (351). Pour comprendre le mécanisme 
par lequel les prostaglandines pourraient moduler la dégradation du cartilage induite par 
l'arthrite, McCoy et ses collaborateurs ont étudié des souris dépourvues de chacun des 
quatre récepteurs connus de la PGE2, appelés récepteurs EP1-4. Dans cette étude la 
génération d'arthrite est induite par le collagène. La délétion des récepteurs EP1, EP2, EP3 
n'a pas affecté le développement de l'arthrite, mais les souris Knock-out en récepteurs EP4 
ont entraîné une absence de dégradation du cartilage dans l'arthrite induite par le collagène. 
Ainsi, la PGE2 contribue en partie à la dégradation du cartilage en se liant au récepteur EP4 
(352).  
Les mécanismes exacts des actions de la PGE2 conduisant à la dégradation du 
cartilage ne sont pas bien compris. Deux hypothèses principales sont toutefois proposées : 
la première est une diminution de la synthèse des glycosaminoglycanes (353); la seconde 
est une augmentation de la synthèse de MMP (354). Pelletier et al. ont montré que la 
synthèse de MMP-1 est dépendante de l'eicosanoïde dans les explants de membrane 
synoviale de l'arthrose humaine (354). De plus, l'activation et l'expression de la MMP-2 
induite par l'IL-1β étaient dépendantes de la PGE2 dans les chondrocytes humains (355). 
Enfin, les expressions de MMP et TIMP sont régulées par la PGE2 dans les chondrocytes 
équins (356). Cependant, la PGE2 a inhibé l'expression de la MMP-1 par la délétion de C / 




Figure 10: Rôle de la prostaglandine (PG) E2 dans le processus d'arthrose. 
Deux hypothèses d’action sont proposées pour PGE2 dans OA : diminution de la synthèse des 
glycosaminoglycanes et augmentation des métalloprotéases matricielles (MMP) synthase. La 
PGE2 agit principalement par la liaison sur les EP2 et EP4 présentes sur les membranes des 
chondrocytes, synoviocytes et ostéoblastes (Référence : 356) 
 
De plus, Notoya et al. ont montré que NO induit l'expression de la COX-2 par les 
voies des kinases ERK1 / 2 et p38, ce qui a pour résultat une augmentation de la libération 
de PGE2 dans les chondrocytes arthrosiques humains (358). Par conséquent, la PGE2 peut 
sensibiliser les chondrocytes à la mort cellulaire induite par le NO résultant d'un mécanisme 
autocrine-paracrine. Enfin, Miwa et al. ont montré que la PGE2 induisait l'apoptose via la 





7.3.3.2 La PGD2  
Le PGD2 a été identifié par Hamberg en 1973 (360). Il existe deux PGD synthases : 
la PGD synthase hématopoïétique (H-PGDS) et la PGD synthase de type lipocaline (L-
PGDS), qui métabolisent toutes deux PGH2 en PGD2. La PGD2 exerce des fonctions 
biologiques via deux récepteurs différents : le récepteur prostanoïde D (DP) et la molécule 
homologue du récepteur chimioattractant exprimée sur les cellules Th2 (CRTH2) (361). La 
L-PGDS est principalement exprimée dans les nerfs centraux et est bien connue pour 
induire le sommeil (362). H-PGDS est en revanche la principale source de PGD2 dans les 
tissus périphériques et certains rapports suggèrent qu'il peut induire une inflammation 
allergique. Les cellules de la lignée hématopoïétique, principalement les mastocytes, 
expriment H-PGDS. La PGD2 favorise la migration des cellules T via CRTH2 (363) et 
aggrave l'asthme (364). En revanche, certaines études suggèrent que la PGD2 exerce des 
effets anti-inflammatoires via le DP1, tels que l'inhibition de la migration et de l'activation 
des neutrophiles, des basophiles, des cellules dendritiques et des cellules T (363).  
À ce jour, on en sait peu sur l'expression et la régulation de L-PGDS et d’H-PGDS 
dans le cartilage. Dans notre laboratoire, nous avons étudié les expressions d’H-PGDS et 
de L-PGDS dans le cartilage sain et arthrosique pour mieux comprendre leurs effets. 
Dans l’un des travaux déjà publiés, on a démontré la présence de la L-PGDS dans le 
cartilage. La cytokine pro-inflammatoire IL-1β a régulé positivement l’expression de L-
PGDS dans des chondrocytes en culture (365). 
Dans le cartilage sain, l’immunomarquage du L-PGDS n’était localisé que dans 
quelques cellules des zones superficielles et moyennes du cartilage. En revanche, dans le 
cartilage arthrosique, le score cellulaire était significativement plus élevé, en particulier 
dans les zones cartilagineuses présentant des lésions importantes (fibrillation). Une 
augmentation de l'expression de L-PGDS a été décrite dans d'autres maladies telles que, la 
sclérose en plaques (366), le diabète (367), l'hypertension essentielle (368) et les maladies 
de Tay-Sachs et Sandhoff (369). Ainsi, l'expression de L-PGDS est régulée positivement 
dans de nombreuses pathologies. 
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L'expression accrue de L-PGDS dans les zones superficielles et moyennes du 
cartilage pourrait potentiellement être due à l'augmentation du niveau de cytokine pro-
inflammatoire IL-1β dans ces zones. En effet, il a été montré que l'IL-1β, qui joue un rôle 
essentiel dans l'initiation et la progression de l'arthrose, s'accumule dans ces zones 
(370,371). La production de PGD2 est nettement accrue lors de la résolution de 
l'inflammation de la pleurésie induite par le carraghénane chez le rat, et la PGD2 
exogène réduit significativement les taux de neutrophiles dans les exsudats inflammatoires 
(372,373). Cipollone et ses collègues (374) ont examiné l'expression de la L-PGDS dans 
les artères athéroscléreuses et ont trouvé une expression plus faible de la L-PGDS, une 
expression plus élevée de la prostaglandine E synthase-1 microsomale (mPGES-1) dans 
des plaques symptomatiques, une expression plus élevée de la L-PGDS et une expression 
plus faible des mPGES -1 dans les asymptomatiques. Ceci suggère que l'équilibre entre le 
PGD2 et la PGE2 contribue à la pathologie de l'athérosclérose et qu'un passage à la synthèse 
du PGD2 pourrait jouer un rôle anti-inflammatoire. Ceci est corroboré par l'observation 
qu'une augmentation de la biosynthèse du PGD2 est associée à une production réduite de 
PGE2 dans plusieurs études in vitro (375,376).  
Récemment, deux études distinctes ont démontré les propriétés anti-inflammatoires 
de la PGD2 dans un modèle d'inflammation à poche d'air induite par des cristaux de 
monohydrate d'urate monosodique (377,378). De plus, les souris knock-out en H-PGDS ne 
parviennent pas à résoudre une réaction d'hypersensibilité de type retardée (379). En plus 
de ses effets anti-inflammatoires, il a été démontré que la PGD2 induisait l'expression du 
collagène de type II et de l'aggrécane (380), empêchait l'apoptose (381) et inhibait 
l'induction de MMP-1 et de MMP-13 (382) dans les chondrocytes. Ensemble, ces données 
sont en faveur de l'hypothèse selon laquelle la régulation à la hausse de l'expression de L-
PGDS dans les chondrocytes pourrait faire partie d'un contre-contrôle négatif des réponses 
inflammatoires et cataboliques activées par IL-1β dans l'articulation. 
La production de PGD2 par les chondrocytes présente un intérêt particulier, car la 
PGD2 est facilement convertie en 15d-PGJ2, un puissant agent antiarthritique (383). 15d-
PGJ2 régule négativement l'expression d'un certain nombre de médiateurs inflammatoires 
et cataboliques impliqués dans la pathogenèse de l'arthrose, y compris l’IL-1β, TNF-a, 
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iNOS, et MMP (383). De plus, de nombreuses études in vivo confirment l'effet protecteur 
de 15d-PGJ2 et d'autres ligands de PPARγ dans des modèles animaux expérimentaux 
d'arthrose (384, 385). Ainsi, l'expression accrue de L-PGDS peut conduire à la production 
d'un ligand de PPARγ dans l'articulation. Contrairement aux PG classiques qui induisent 
leurs effets par la liaison aux récepteurs couplés aux protéines G à la surface des cellules, 
la 15d-PGJ2 induit la plupart de ses effets par le biais du récepteur nucléaire PPARγ. De 
plus, la PGD2 peut directement exercer des effets protecteurs sur l’AP avant d’être 
métabolisée en 15d-PGJ2. En effet, il a été démontré que les chondrocytes humaines 
expriment DP1 et CRTH-2 fonctionnels et que PGD2 régule négativement les expressions 
de MMP-1 et MMP-13 via l'activation de la voie DP1 (383, 385). 
On a montré aussi que les voies MAPK JNK, p38, et NF-KB sont impliquées dans la 
régulation à la hausse de l'expression de L-PGDS par IL-1β (25). Nous avons également 
constaté que PGD2 inhibe l'expression de la L-PGDS induite par l'IL-1β. Ces résultats 
suggèrent que PGD2 pourrait exercer un mécanisme de rétroaction négative pour réguler 
négativement l'expression et l'activité de L-PGDS. Étant donné que les taux de L-PGDS 
sont élevés dans le cartilage arthrosique et que l'IL-1β a régulé à la hausse son expression 
dans les chondrocytes, il est possible que l'effet de l'IL-1β l'emporte sur celui de PGD2 in 
vivo aux stades avancés de la maladie (25).  
Dans notre travail, nous avons prouvé que la PGD2 via DP1 joue un rôle protecteur 
contre la progression de l’arthrose. 
8. Traitement actuel de l'arthrose et ses limites  
 
Comme mentionné ci-dessus, la dégénérescence du cartilage articulaire demeure le 
changement structurel le plus important observé dans l'arthrose, entraînant une douleur 
intense et une mobilité réduite (136, 386). La capacité innée de guérir le cartilage dégénéré 
est limitée par la nature du cartilage (non vascularisé), ce qui pose un défi important dans 
le traitement de l'arthrose. À l'heure actuelle, il n'y a pas de remède pour cette maladie et 
la plupart des traitements sont axés sur la gestion des symptômes, notamment les 3 
principales modalités décrites à la Figure 11 (387). Il s’agit d’abord de thérapies physiques 
et professionnelles telles que la perte de poids ou l’usage d’appareils fonctionnels pour les 
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articulations portantes; deuxièmement, d’une intervention pharmacologique pour le 
traitement de la douleur par les anti-inflammatoires non stéroïdiens (AINS), les opioïdes, 
les viscosuppléments ou l’injection de corticostéroïdes; et troisièmement, d’une 
intervention chirurgicale telle qu'une arthroscopie, une microfracture ou un remplacement 
total de l'articulation. 
 
Figure 11: Modalités de traitement actuellement recommandées pour l'arthrose. 
(Référence :387) 
 
La Fondation de l’arthrite recommande aux patients souffrant d'arthrose de 
s'autoéduquer à la gestion de la maladie et encourage la perte de poids chez les patients en 
surpoids et obèses. Cela implique un régime et des exercices physiques pour réduire et 
gérer un poids santé. Cependant, en raison de la douleur et de la limitation physique 
résultant de l'arthrose, l'exercice est difficile à mettre en œuvre et à maintenir (387). La 
thérapie physique ciblée conjointe a montré un soulagement de la douleur et une 
amélioration de la fonction. Cependant, il n'y a pas d'amélioration à long terme. Un 
appareil fonctionnel est conçu pour fournir un support mécanique à la structure articulaire 
chez les patients atteints d'arthrose provoquant des instabilités dans l'articulation, et 
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également pour répartir la charge afin de soulager la douleur et d'améliorer la fonction, 
mais leur succès est limité (387). 
Pour le moment, la stratégie principale de la gestion pharmacologique de l'arthrose 
est principalement de soulager la douleur, d'améliorer la fonction et de gérer le processus 
d'arthrose (388). Le traitement pharmacologique est utilisé chez les patients souffrant de 
douleur légère à modérée, et des médicaments tels que les AINS, les opioïdes et les 
corticostéroïdes sont utilisés en routine pour soulager la douleur. Cependant, il n'y a pas de 
soulagement à long terme et ces agents pharmacologiques ont des effets secondaires 
indésirables (389). 
L'acétaminophène (paracétamol) était le traitement pharmacologique de première 
intention destiné au traitement de la douleur liée à l'arthrose légère à modérée. Cependant, 
cette recommandation est devenue peu concluante faute de preuves convaincantes 
(390). De plus, l'acétaminophène était associé à des risques d’effets indésirables gastro-
intestinaux et à une défaillance multiorganique (391) avec un bénéfice minimal à court 
terme (392). Bien que moins efficace que les AINS et que certains patients aient des effets 
indésirables avec ces derniers, l’acétaminophène est toujours utilisé par certains patients. 
Il est cependant recommandé à des doses et à une durée de traitement conservatrices (390). 
Les anti-inflammatoires non stéroïdiens (AINS) constituent une grande famille de 
médicaments, notamment les AINS oraux tels que l'ibuprofène, l'aspirine, le naproxène, 
les inhibiteurs de la COX-2 ainsi que les AINS topiques tels que le diclofénac sous forme 
de crème, de timbres, de gels ou de solutions. Les problèmes liés aux AINS par voie orale 
comprennent des effets indésirables sur le système gastro-intestinal (GI) et doivent être pris 
en association avec le produit de protection GI (393). En outre, ils sont associés à une 
toxicité potentielle, en particulier chez les patients âgés (387). Les inhibiteurs de la COX-
2 par voie orale peuvent réduire les effets secondaires gastro-intestinaux, mais ils peuvent 
également entraîner d'autres effets indésirables comme le risque d'événements 
cardiovasculaires. L’utilisation d’AINS topiques élimine les effets indésirables gastro-
intestinaux des AINS oraux, mais elles peuvent être moins efficace (394). En plus, ils ont 
été associés à des effets dermatologiques indésirables (395). 
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Les opioïdes peuvent être utilisés pour soulager la douleur lorsque les patients ne 
peuvent pas utiliser les AINS et l'acétaminophène en raison de leurs effets secondaires 
associés. Cependant, leurs efficacités à long terme sont limitées (395) et sont associées à 
des effets indésirables comme la dépression respiratoire, le trouble de la consommation 
d'opioïdes et la surdose (396).  
Dans une méta-analyse d'essais, les patients sous traitement opioïde avaient quatre 
fois plus de risques d'abandonner l’étude, en raison d'effets indésirables que ceux sous 
placebo, et leur utilisation à long terme n'est pas recommandée (395). Il existe une vaste 
gamme de médicaments visant à soulager la douleur et à améliorer la qualité de vie des 
patients atteints d'arthrose, mais il n’existe à l'heure actuelle aucun agent pharmacologique 
capable de prévenir, d’arrêter ou d’inverser l’apparition de l’arthrose. Ces études mettent 
en évidence le manque de solutions pharmacologiques efficaces pour les personnes 
souffrant d'arthrose. 
8.1 Intervention chirurgicale pour traiter l'arthrose  
L’intervention chirurgicale est recommandée lorsque la progression de l'arthrose a 
entraîné de graves lésions de l'articulation, une douleur intense et une détérioration de la 
fonction, et qui ne peuvent être gérées avec aucune autre option. L'option chirurgicale 
initiale visant à rétablir la stabilité structurelle, comme le débridement articulaire par 
arthrotomie ou arthroscopie pour retirer le cartilage détaché, des fragments de ménisque, 
le rasage du cartilage et l'élimination des ostéophytes, s'est avérée apporter un soulagement 
limité de la douleur et de la fonction (396). L'arthroscopie par les chirurgiens orthopédistes 
demeure la chirurgie la plus pratiquée dans le monde développé pour aider au mouvement 
mécanique du genou raide touché. Un essai clinique contrôlé en aveugle sur l'arthroscopie 
pour le débridement et le lavage avec un placebo a montré qu'aucun soulagement de la 
douleur n'était obtenu après l'intervention chirurgicale par rapport au placebo (397). 
Le remplacement des articulations est considéré comme la dernière option offerte 
aux patients souffrant d'arthrose lorsque l'état atteint le stade le plus grave. Les 
interventions chirurgicales pour le remplacement de la hanche et des genoux sont 
extrêmement douloureuses et nécessitent une longue période de rééducation. En outre, les 
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arthroplasties totales du genou ont eu des conséquences néfastes telles qu'une embolie 
pulmonaire, des infections et des décès liés à une intervention chirurgicale dans certains 
cas (398). 
8.2 Thérapie cellulaire et médecine régénératrice pour l'arthrose  
Plus récemment, de nombreuses techniques de régénération ont été utilisées, telles 
que la greffe de chondrocytes autologues (ACI) pour les lésions focales du cartilage, la 
microfracture et la mosaicplastie. La technique ACI pour traiter les lésions cartilagineuses 
confinées implique la transplantation de chondrocytes prélevés sur du cartilage ne portant 
pas le poids du patient (399), mais ne traite pas l'arthrose généralisée. Cette méthode pose 
quelques problèmes, car elle provoque non seulement une morbidité au site donneur, mais 
également une dédifférenciation des chondrocytes dans le site transplanté, ce qui conduit à 
l'expression du collagène de type I plutôt que de celui de type II, ce qui peut entraîner un 
fibrocartilage plutôt que le cartilage de type hyalin (400). Une autre technique chirurgicale 
courante est la microfracture qui déclenche la migration des cellules de la moelle osseuse 
vers la surface articulaire en stimulant la réponse inflammatoire en perçant des trous dans 
la plaque sous-chondral au niveau du site du défaut chondral. Le but de cette technique est 
de fournir un environnement enrichi pour la régénération des tissus (401). Cependant, le 
tissu résultant est à nouveau un fibrocartilage contenant du collagène de type I ou un tissu 
cartilagineux à réparation hybride, et non le cartilage hyalin normal (collagène de type 
II). En outre, la prolifération osseuse sous-chondral observée (25 % à 49 %) pourrait limiter 
la durabilité et les résultats à long terme de la microfracture (402). Enfin, la procédure de 
mosaicplastie est semblable à la technique ACI et implique l'utilisation de greffes 
ostéochondrales autologues. Toutefois, les résultats sont décevants et minimes, et n'offrent 
que des avantages à court terme (403). 
Les informations ci-dessus démontrent que le traitement actuel de l'arthrose est 
uniquement axé sur la gestion des symptômes et qu'aucune de ces options ne permet de 
ralentir la progression de la maladie ni d'offrir un bénéfice à long terme. Par conséquent, il 
existe une demande médicale non satisfaite pour le traitement de l'arthrose qui peut arrêter 
la progression de la maladie et procurer un soulagement à long terme des symptômes de 
l'arthrose. La thérapie cellulaire a permis de lutter efficacement contre cette maladie 
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dégénérative débilitante et peut apporter des bénéfices à long terme pour modifier la 
maladie. Des efforts énormes ont été déployés dans les études précliniques et maintenant 
dans les essais cliniques évaluant le potentiel de régénération des cellules souches adultes, 
en particulier des cellules souches mésenchymateuses (CSM), pour réparer les dommages 





CHAPITRE B : TRAVAUX RÉALISÉS  
 
 
L’OA a longtemps été considérée comme un processus de vieillissement normal, 
d’où le terme maladie dégénérative des articulations. À ce jour, il n'y a aucun moyen 
d'éviter ou inverser ce processus.  
Dans notre laboratoire, nous nous intéressons à mieux comprendre les mécanismes 
moléculaires impliqués dans l’inflammation et la dégradation des tissus articulaires en vue 
de concevoir une médication appropriée pour prévenir et ralentir le développement de la 
maladie voir même l’arreter. Bien que l’OA touche les différentes structures et tissus de 
l’articulation, nous nous somme intéresser dans ce projet à étudier les changements dans 
les différentes composantes de l’articulation (l’os, membrane synoviale, cartilage), vu leur 
rôle central dans la maladie. 
Dans notre laboratoire, Nous avons montré antérieurement que la PGD2 inhibe la 
production et l’expression de MMP-1 et MMP-13. Ces enzymes sont reconnues, avec 
ADAMTS, pour leur rôle dans la dégradation du cartilage. Nous avons également montré 
que la L-PGDS, enzyme responsable de la biosynthèse de la PGD2, est exprimé dans le 
cartilage et que son niveau est plus élevé dans cartilage OA. La voie DP1/ L-PGDS joue 
un rôle très important dans la physiopathologie de l’OA. Cette voie est également 
impliquée dans l’inflammation et la douleur. Bien que le gène de DP1 et L-PGDS ont été 
caractérisés dans de nombreux types cellulaires, les mécanismes moléculaires impliqués 
dans sa régulation ne sont pas bien définis.   Mon hypothèse est que la voie L-PGDS/ 
PGD2/ DP1 joue un rôle protecteur dans l’OA. 
Le fait que seuls des travaux in vitro on était réalisé jusqu’à Aujourd’hui, L’objectif 
de cette thèse est de mieux définir le rôle de ces deux enzymes DP1 et L-PGDS dans la 
pathogenèse de l’OA in-vivo. Pour cela on a utilisé deux modèles de souris: OA-associée 
à l’âge et OA due à une déstabilisation de l’articulation. De même, on a utilisé des cultures 
primaires de chondrocytes et des explants du cartilage provenant de souris KO. En plus, on 
a mis en evidence le rôle des differents métabolites de la prostaglandine D2, avec leurs rôle 
anti-inflammatoire dans l’OA (détaillé dans la discussion). 
 
 72 
Les résultats découlant de ces études permettront une meilleure compréhension des 
mécanismes moléculaires impliqués dans la voie de DP1 / PGD2 / L-PGDS qui seront très 
utilent dans le développement de nouvelles stratégies thérapeutiques. Ces traitements 
auront un impact, non seulement dans le traitement de l’OA, mais aussi dans le traitement 
d’autres pathologies musquellosquelletiques et autres, associées à une dérégulation de 




Article 1  
 
Objectif : Le récepteur D 1 prostanoïde (DP1) est un récepteur de la prostaglandine D2. Il 
joue un rôle important dans l'inflammation et le métabolisme du cartilage. Cependant, son 
rôle dans la pathogenèse de l'arthrose reste inconnu. Cette étude visait à explorer les rôles 
de DP1 dans le développement de l'arthrose dans les modèles murins et à évaluer l'efficacité 
d'un agoniste sélectif de DP1 dans le traitement de l'arthrose. 
Méthodes : Le développement de l'arthrose associée au vieillissement et la déstabilisation 
du ménisque médian (DMM) ont été comparés entre les souris déficientes en DP1 (DP1 -
/-) et de type sauvage (WT). La progression de l'arthrose a été évaluée par histologie, 
immunohistochimie et Microtomographie aux rayons X (µCT). Des explants de cartilage 
de souris DP1 -/- et WT ont été traités avec de l'interleukine-1α (IL-1α) ex vivo, afin 
d'évaluer la dégradation des protéoglycanes. L'effet de l'administration intrapéritonéale de 
l'agoniste sélectif DP1 BW245C sur la progression de l'arthrose a été évalué chez des souris 
WT. 
Résultats : Comparées aux souris WT, les souris DP1 -/- avaient exacerbé la dégradation 
du cartilage dans les deux modèles d'arthrose, ce qui était associé à une expression accrue 
de la métalloprotéinase matricielle 13 et d'ADAMTS-5. De plus, les souris DP1 -/- ont 
présenté des modifications améliorées de l'os sous-chondral. Des explants de cartilage 
provenant de souris DP1 -/- ont montré une dégradation accrue des protéoglycanes après 
traitement avec IL-1α. L'injection intrapéritonéale de BW245C a atténué la gravité de la 
dégradation du cartilage induite par le DMM et des modifications osseuses chez les souris 
WT. 
Conclusion : Ces résultats indiquent un rôle critique pour la signalisation DP1 dans la 
pathogenèse de l'arthrose. La modulation des fonctions de DP1 pourrait constituer une cible 
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D prostanoid receptor 1 (DP1), a receptor for prostaglandin D2, plays important roles in 
inflammation and cartilage metabolism. However, its role in the pathogenesis of 
osteoarthritis (OA) remains unknown. This study was undertaken to explore the roles of 
DP1 in the development of OA in murine models and to evaluate the efficacy of a DP1 
selective agonist in the treatment of OA. 
Methods 
The development of aging‐associated OA and destabilization of the medial meniscus 
(DMM)–induced OA was compared between DP1‐deficient (DP1−/−) and wild‐type (WT) 
mice. The progression of OA was assessed by histology, immunohistochemistry, and 
micro–computed tomography. Cartilage explants from DP1−/− and WT mice were treated 
with interleukin‐1α (IL‐1α) ex vivo, to evaluate proteoglycan degradation. The effect of 
intraperitoneal administration of the DP1 selective agonist BW245C on OA progression 
was evaluated in WT mice. 
Results 
Compared to WT mice, DP1−/− mice had exacerbated cartilage degradation in both models 
of OA, and this was associated with increased expression of matrix metalloproteinase 13 
and ADAMTS‐5. In addition, DP1−/− mice demonstrated enhanced subchondral bone 
changes. Cartilage explants from DP1−/− mice showed enhanced proteoglycan 
degradation following treatment with IL‐1α. Intraperitoneal injection of BW245C 
attenuated the severity of DMM‐induced cartilage degradation and bony changes in WT 
mice. 
Conclusion 
These findings indicate a critical role for DP1 signaling in OA pathogenesis. Modulation 
of the functions of DP1 may constitute a potential therapeutic target for the development 









Osteoarthritis (OA) is the most common degenerative disorder and a leading cause of 
physical disability (1), with a large socioeconomic cost (2). Clinical manifestations of OA 
may include pain, stiffness, and reduced joint motion. Pathologically, OA is characterized 
by progressive degeneration of the articular cartilage, increased expression of 
inflammatory and catabolic mediators, and subchondral bone remodeling (3). At present, 
there is no curative therapy available for OA and current treatment remains limited to 
symptomatic relief. A variety of risk factors, including joint injury, obesity, aging, and 
genetics, have been associated with OA (1); however, the pathophysiologic processes that 
contribute to the progressive nature of the disease remain elusive. A deeper understanding 
of the mechanisms underlying OA development will be instrumental in developing novel 
drugs for the prevention and treatment of OA. 
Degradation of the cartilage extracellular matrix is a central feature of OA and is considered 
to be mediated by proteinases that degrade major structural components of the matrix, 
primarily type II collagen and aggrecan. Matrix metalloproteinase 13 (MMP‐13) is the 
principal protease responsible for type II collagen degradation, and MMP‐13–deficient 
mice are protected against OA cartilage damage (4), whereas MMP‐13–transgenic mice 
develop spontaneous OA‐like cartilage damage (5). ADAMTS‐5 is the main aggrecan‐
degrading proteinase in murine cartilage, and ADAMTS‐5–deficient mice are protected 
from surgically induced OA (6) and from inflammatory arthritis (7). 
Prostaglandin D2 (PGD2) is a potent lipid mediator derived from arachidonic acid via 
cyclooxygenases and PGD2 synthases. PGD2 elicits its downstream effects by activating 
2 plasma membrane receptors, D prostanoid receptor 1 (DP1) (8) and chemoattractant 
receptor–like molecule expressed on Th2 cells (CRTH2), also known as DP2 (9). 
PGD2contributes to multiple physiologic and pathologic processes, including 
vasodilation (10), platelet aggregation (11), smooth muscle relaxation and 
contraction (12), sleep/wake regulation (13), mediation of allergic reactions (14), 
chemotaxis (9), and cell trafficking (15). PGD2 has also been shown to modulate 
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inflammation, acting as either a proinflammatory or antiinflammatory mediator, depending 
on the pathologic condition and the affected tissue. Activation of DP1 receptors is primarily 
associated with antiinflammatory effects (16-27). In contrast, activation of DP2 is 
generally associated with proinflammatory effects (9, 25-33). 
We have previously shown that DP1 is expressed in human cartilage and that the selective 
DP1 agonist BW245C inhibits interleukin‐1 (IL‐1)–induced expression of MMP‐1 and 
MMP‐13 in cultured chondrocytes (34), suggesting that DP1 may play a protective role in 
OA pathogenesis. To test this hypothesis, we investigated the effect of DP1 deletion on the 
course of aging‐associated spontaneous OA and instability‐induced OA in 2 murine 
models. We also examined the effect of the DP1 selective agonist BW245C on the 
progression of instability‐induced OA in wild‐type (WT) mice. The results of this study 
demonstrate that DP1 deletion exacerbated cartilage degradation in both the aging‐
associated and instability‐induced OA models. The effect of DP1 deficiency was associated 
with increased expression of MMP‐13 and ADAMTS‐5. We also showed that OA‐like 
bony changes were more pronounced in DP1−/− mice compared to WT mice. Furthermore, 
we demonstrated that administration of a DP1 agonist attenuated the severity of OA‐like 
features. Taken together, these findings suggest that targeting DP1 could represent a 
promising new avenue in the development of novel therapies for OA. 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Mice 
All animal experiments were approved by the Institutional Animal Protection Committee 
of the University of Montreal Hospital Research Centre. DP1−/− mice were generated as 
described previously (14). In those mice, the DP1 gene was disrupted by insertion of a 
neomycin resistance gene into the first coding exon (exon 2) between the Nhe I and Xba I 
restriction sites. This modification leads to complete loss of functional DP1 protein in 
homozygous animals. DP1−/− mice were backcrossed onto the C57BL/6 background for 
more than 10 generations. Heterozygous mice were intercrossed to obtain the DP1−/− mice 
and WT littermates used in the experiments. Genotypes were identified by polymerase 
chain reaction (PCR) analyses of tail biopsy DNA extract. 
 
 79 
Mice were maintained under standard pathogen‐free conditions at a constant temperature 
of 21°C (±1°C) and a 12‐hour light/dark cycle, with water and a pelleted standard normal 
diet (catalog no. 2918; Teklad Global, Harlan Laboratories) made available ad libitum. 
Mice were housed 2–5 per cage in filter‐top cages (∼38 × 20 × 15 cm in dimension) 
containing hardwood chip (Beta Chip; Northeastern Products) or Teklad 7089 diamond 
soft cellulose bedding (Harlan Laboratories) for the studies of aging‐associated OA and 
destabilization of the medial meniscus (DMM)–induced OA, respectively. Cotton nestlets 
and hard plastic tubes were placed in each cage for environmental enrichment. 
 
Aging‐associated and instability‐induced OA models 
In the aging‐associated model of OA, groups of WT and DP1−/− mice were killed at ages 
3, 9, and 15 months. Knees were harvested and subjected to histologic, 
immunohistochemical, and micro–computed tomography (micro‐CT) analyses. 
For the DMM model of OA, arthritis was induced in the right knee joints of 10‐week‐old 
male WT and DP1−/− mice, as described previously (35). Briefly, animals were 
anesthetized and the right knee joint was destabilized by transection of the anterior 
attachment of the medial meniscotibial ligament (MMTL). The sham operation involved 
the same surgery, except that the MMTL was visualized but not transected. Buprenorphine 
was provided perioperatively at 0.09 mg/kg every 10–12 hours for 72 hours. Groups of 
mice were killed at 2, 4, and 8 weeks post‐DMM surgery, and the joints were evaluated for 
the development of OA. Only male mice were used in vivo in this study, because male 
mice develop more prominent features of the disease (36). Nine mice were excluded from 
this study due to spontaneous death (n = 3), anesthesia‐associated death (n = 2), 
postoperative complications (n = 2), or incomplete decalcification (n = 2). 
 
Histologic analysis of cartilage 
The harvested knee joints were fixed in TissuFix (Chaptec), decalcified in RDO Rapid 
Decalcifier (Apex Engineering), and embedded in paraffin. Coronal sections (5 μm) were 
obtained through the entire joint at 80‐μm intervals and stained with Safranin O–fast green 
(Sigma‐Aldrich). Eight sections of joint tissue from each mouse were graded by 2 scorers 
(YO and HF) who were blinded with regard to the origin of the specimens, in accordance 
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with the recommendations of the Osteoarthritis Research Society International (OARSI) 
guidelines (37). The 4 quadrants (medial tibial plateau, medial femoral condyle, lateral 
tibial plateau, and lateral femoral condyle) of the knee were assessed and the scores were 
added to obtain the summed histologic score of OA severity. 
 
Immunohistochemical analysis 
Knee joints were fixed in TissuFix, decalcified in 10% EDTA for 14 days at 4°C, and 
embedded in paraffin. Immunohistochemical analysis was performed as described 
previously (38), (39)(for further details, see Supplementary Methods, available on 
the Arthritis & Rheumatologyweb siten 
at http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). 
 
Isolation of primary chondrocytes and measurement of cAMP levels 
Primary epiphyseal chondrocytes were isolated from 5–6‐day‐old mice, as previously 
reported (40). A detailed description of the isolation of the primary chondrocytes can be 
found in the Supplementary Methods 
(http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). 
 
RNA extraction and real‐time reverse transcription–PCR (RT‐PCR) 
Articular cartilage was dissected from the surfaces of the tibial plateaus and femoral 
condyles using a scalpel blade under a dissecting microscope. Cartilage pieces from 5 
separate mouse joints (for the aging studies) or 8 separate mouse joints (for the DMM 
studies) were pooled for each sample of RNA, and 3 samples were used per experimental 
group. Total RNA was isolated using TRIzol reagent (Invitrogen), according to the 
manufacturer's instructions. RNA was reverse transcribed and amplified using a 
QuantiTect RT‐PCR kit (Qiagen) on a Rotor Gene 3000 real‐time PCR system (Corbett 
Research), according to the manufacturer's protocol. Relative messenger RNA (mRNA) 
expression was determined using the ΔΔCt method, and GAPDH was used as the 
housekeeping gene. The primer efficiencies were similar for the target and GAPDH genes 




Culture of cartilage explants 
Femoral heads from 3–4‐week‐old WT and DP1−/− mice were cultured as explants (4 
femoral heads per well) in 48‐well plates at 37°C in 400 μl of Dulbecco's modified Eagle's 
medium (DMEM) containing antibiotics and 10% fetal calf serum for 48 hours. The 
explants were then washed in serum‐free DMEM and cultured for an additional 72 hours 
in serum‐free DMEM, with or without 10 ng/ml mouse IL‐1α. Conditioned medium was 
collected at the end of the culture period, and proteoglycan degradation was assessed by 
measuring the levels of sulfated glycosaminoglycan (GAG) released into the culture 
medium, using dimethylmethylene blue with chondroitin sulfate as a standard (41). Results 
are expressed as μg of GAG released/mg cartilage. 
 
Micro‐CT analysis of bone 
The knee joints were scanned using a Skyscan 1176 micro‐CT scanner at 50 KV and 149 
μA, with a pixel size of 9 μm and a 0.5‐mm aluminum filter. Data were recorded at every 
3‐degree rotation step through 180 degrees. Image slices were reconstructed using NRecon 
software (version 1.6.3.2; SkyScan). The region of interest included the area between the 
epiphyseal growth plate and the articular cartilage. Using SkyScan CT Analyzer software, 
the following bone morphometric parameters were assessed: trabecular bone volume 
fraction (bone volume/total volume [BV/TV]), trabecular thickness (TbTh), trabecular 
separation (TbSp), and trabecular number (TbN). CTVox software (SkyScan) was used to 
create 3‐dimensional (3‐D) images. 
 
Statistical analysis 
Statistical analysis was performed using GraphPad Prism software, version 6.0. 
Comparison between groups was performed using the Mann‐Whitney U test or Student's t‐










Acceleration of cartilage degeneration in DP1‐deficient mice in the aging‐associated 
and DMM‐induced OA models 
We first examined the expression of DP1 and CRTH2 mRNA in articular cartilage of WT 
mice at 8 weeks post‐DMM surgery (n = 3 replicate experiments, with 8 joints pooled per 
replicate) and at 9 months of age (n = 3 replicate experiments, with 5 joints pooled per 
replicate). Expression of mRNA was evaluated as a percentage relative to the values in 
control animals (sham‐operated or 3‐month‐old mice) after normalization to the values for 
the GAPDH internal control gene. We found that the level of DP1 mRNA was significantly 
lower in mice at 8 weeks post‐DMM and mice at age 9 months (see results in 
Supplementary Figures 1A and B, available on the Arthritis & Rheumatology web site 
at http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). In contrast, the 
expression level of CRTH2 mRNA remained unchanged. These data suggest that decreased 
expression of DP1 in OA chondrocytes might be involved in the pathophysiology of OA. 
The findings prompted us to analyze the effect of functional DP1 deletion on the 
development of OA‐like changes in mice. In these studies, the effective deletion of the 
functional DP1 receptor was validated by assessing its ability to mediate cAMP production, 
a functional readout for DP1 activation. The results revealed that treatment with either 
PGD2or BW245C enhanced the levels of cAMP in cultured chondrocytes from WT mice, 
whereas in DP1−/− mice, the levels of cAMP remained unchanged following treatment 
with these 2 agonists. Treatment with other agonists that induce cAMP production, such as 
PGE2, increased the cAMP levels in both WT and DP1−/− mouse chondrocytes (see 
Supplementary Figure 1C, http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). 
Thus, the results confirmed the loss of functional DP1 activity in chondrocytes from 
DP1−/− mice. 
To investigate whether DP1 deficiency affects the expression of the genes for types I and 
II collagen and aggrecan, we analyzed their mRNA levels in primary chondrocytes isolated 
from DP1−/− and WT mice. Real‐time RT‐PCR analysis showed no significant differences 
in the mRNA expression levels for any of these genes between DP1−/− and WT mouse 
chondrocytes (see Supplementary Figure 
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1D, http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract), indicating that the 
deletion of DP1 does not alter the expression of the key components of cartilage matrix in 
cultured chondrocytes. 
To define the role of DP1 in the development of OA, we next compared histologic features 
in the knee joints of WT and DP1−/− mice at ages 3, 9, and 15 months (n = 6 mice per 
genotype at each time point). Knee joints from WT mice showed no anomalies in the 
cartilage until age 15 months, when only a mild decrease in Safranin O staining and small 
fibrillations were seen. In contrast, DP1−/− mouse joints showed a decrease in Safranin O 
staining accompanied by mild fibrillations as early as age 9 months, and almost complete 
loss of the articular cartilage at age 15 months (Figures 1A and B). 
We also evaluated the condition of the articular cartilage of WT and DP1−/− mice using 
the OARSI histologic scoring system (37). At age 3 months, there was no difference in the 
summed histologic score for OA severity between DP1−/− mice and their WT littermates. 
At ages 9 months and 15 months, the summed score for the articular cartilage of 
DP1−/− mice was significantly higher than that for the articular cartilage of WT littermates 
at the same age (Figure 1C). These data suggest that DP1 deficiency accelerates the 
progression of spontaneous aging‐related cartilage degeneration. 
We next examined the susceptibility of 10‐week‐old DP1−/− mice and their WT littermates 
to DMM‐induced OA. DMM surgery was performed and the knee joints were harvested at 
2 weeks (n = 8 WT mice and 8 DP1−/− mice), 4 weeks (n = 7 WT mice and 6 
DP1−/− mice), and 8 weeks (n = 8 WT mice and 8 DP1−/− mice) postsurgery. Histologic 
analysis of the knee joints showed that features of cartilage degeneration appeared at 2 
weeks after DMM surgery and worsened at 4 and 8 weeks (Figures 2A and B). The changes 
were, however, significantly more severe in DP1−/− mice. 
Quantification by the OARSI scoring system (37) confirmed the severity of cartilage 
lesions observed in DP1−/− mice at all postsurgery time points analyzed (Figure 2C). 
Taken together, these data indicate that DP1 deletion also accelerates cartilage destruction 
in the DMM model. 
As shown in Figures 2A and B, osteophytes were detected at the medial edge of the joints 
of both WT and DP1−/− mice. The time course of osteophyte formation and the size of the 
osteophytes in DP1−/− mice were virtually similar to those in WT mice. 
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Up‐regulated expression of cartilage degradation enzymes in the presence of DP1 
deletion 
To explore the mechanisms underlying the exacerbation of cartilage damage in 
DP1−/− mice, we analyzed the expression of key mediators of cartilage degradation, i.e., 
expression of ADAMTS‐5 and MMP‐13 (5–7), in DP1−/− mice and their WT littermates 
at ages 3 months and 9 months (n = 5 mice per genotype per time point). At age 3 months, 
there was little or no expression of MMP‐13 or ADAMTS‐5 in the knee joints of either 
WT or DP1−/− mice (Figures 3A and B). At age 9 months, the expression levels of both 
enzymes remained barely detectable in the knee joints of WT mice, but the levels of both 
enzymes were dramatically elevated in the knee joints of DP1−/− mice (Figures 3A and 
B). 
We also analyzed the expression of MMP‐13 and ADAMTS‐5 in the knee joints of sham‐
operated WT and DP1−/− mice (n = 5 mice per genotype) and DMM‐operated WT and 
DP1−/−mice (n = 5 mice per genotype) at 2 weeks postsurgery. Results showed that the 
expression levels of these proteins were elevated in the knee joints of both DP1−/− and 
WT mice (see Supplementary Figures 2A–C, available on the Arthritis & 
Rheumatology web site at http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). 
Interestingly, the number of cells staining for MMP‐13 and ADAMTS‐5 was higher in 
DP1−/− mouse cartilage relative to WT mouse cartilage. The expression of these proteins 
was barely detectable in sham‐operated knees. 
To determine whether the observed immunohistochemical changes in protein expression 
were paralleled by changes at the mRNA level, we performed real‐time PCR analyses. 
Consistent with the changes at the protein level, we found that the levels of MMP‐13 and 
ADAMTS‐5 mRNA were more elevated in DP1−/− mice compared to their WT littermates 
at age 9 months (n = 3 replicate experiments, 5 joints per replicate) (Figure 3C). The levels 
of MMP‐13 and ADAMTS‐5 mRNA were also more elevated in DP1−/− mice compared 
to their WT littermates at 2 weeks post‐DMM surgery (n = 3 replicate experiments, 8 joints 
per replicate) (see Supplementary Figure 
2C, http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). Hence, deletion of the 




Enhanced OA‐like bony changes in DP1‐deficient mice with spontaneous aging‐
associated OA 
Micro‐CT analyses were performed to evaluate the microarchitectural changes that 
occurred in the subchondral bone of WT and DP1−/− mice at ages 3 months and 15 months 
(n = 6 mice per genotype per time point). Axial micro‐CT scans of the medial tibiae of mice 
at age 3 months revealed no difference in the severity of subchondral bone sclerosis 
between WT and DP1−/− mouse joints. In contrast, scans of the medial tibiae of 
DP1−/− mice at age 15 months demonstrated dramatically more severe subchondral bone 
sclerosis as compared to that of age‐matched WT mice (Figure 4A). 
Morphometric parameters of the subchondral bone (i.e., the BV/TV, TbTh, and TbSp) in 
the central weight‐bearing region of the medial plateau were also assessed. At age 3 
months, there was no significant difference in any of these variables (BV/TV, TbTh, or 
TbSp) between WT and DP1−/− mice (Figure 4B). At age 15 months, the BV/TV and 
TbTh of DP1−/− mice were each significantly higher than those of WT mice. In contrast, 
the TbSp in DP1−/− mouse joints at age 15 months tended to decrease, although the 
difference was not statistically significant compared to WT mouse joints. 
Furthermore, 3‐D renderings of the tibiae showed that the knee joints from 15‐month‐old 
WT mice were largely intact, with clear joint space and no heterotropic ossification. In 
contrast, DP1−/− mice of the same age showed joint space narrowing, increased 
mineralization of the meniscus, sesamoid bone enlargement, and ectopic bone formation 
(Figure 4C). 
We also evaluated subchondral bone microarchitectural changes in sham‐operated WT and 
DP1−/− mice (n = 6 mice per genotype) and DMM‐operated WT and DP1−/− mice (n = 8 
mice per genotype) at 8 weeks postsurgery. As expected, subchondral bone sclerosis was 
found in the medial tibia of both WT and DP1−/− mice, although the sclerosis appeared to 
be more severe in DP1−/− mice (see results in Supplementary Figures 3A–C, available on 
the Arthritis & Rheumatology web site 
at http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). 
The BV/TV and TbTh of the subchondral bone of the medial tibial plateau of DMM‐
operated mouse knees were each significantly higher compared to those of sham‐operated 
control mouse knees at 8 weeks postsurgery, both in WT mice and in DP1−/− mice, 
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whereas the TbSp of the subchondral bone of DP1−/− mice was slightly lower, but not 
significantly different from, that of WT mice (see Supplementary Figure 
3B, http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). It is noteworthy that 
the magnitude of these changes was more pronounced in DP1−/− mice. 
The 3‐D renderings of the tibiae of sham‐operated and DMM‐operated WT and 
DP1−/− mice showed meniscal calcification, sesamoid bone enlargement, and periarticular 
mineralization, which were more pronounced in DP1−/− mice (see Supplementary Figure 
3C, http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1002/art.40160/abstract). The sham‐operated 
control knees from both genotypes showed no changes in bone parameters or integrity. 
 
Enhancement of IL‐1α–induced proteoglycan degradation with DP1 deletion 
To further understand the mechanisms of increased cartilage degradation in DP1−/− mice, 
we performed in vitro experiments using cartilage explants from WT and DP1−/− mice 
(n = 3 replicate experiments, 2 mice per sample). The cartilage was left untreated or treated 
with IL‐1α for 3 days, and proteoglycan degradation (i.e., the rate of GAG release) was 
determined. In the absence of any treatment, proteoglycan degradation in DP1−/− mouse 
cartilage was comparable to that in WT mouse cartilage (Figure 5). In the presence of IL‐
1α, there was a marked increase in proteoglycan degradation in cartilage explants from 
both DP1−/− mice and WT mice compared to untreated controls. The rate of proteoglycan 
degradation was significantly higher in DP1−/− mouse explants (Figure 5). These results 
further confirm that DP1 deletion enhances the release of catabolic enzymes and cartilage 
degradation. 
 
Attenuation of DMM‐induced OA using the DP1 agonist BW245C 
We next examined the effect of BW245C, a selective agonist of DP1, on OA progression 
in WT mice subjected to sham surgery (n = 7 mice per group) or DMM surgery (n = 8 mice 
per group). Starting on 1 day postsurgery, mice were intraperitoneally injected daily with 
phosphate buffered saline (PBS) as a vehicle control or BW245C (0.5 mg/kg body weight 
per day; injection volume 0.2 ml) for 8 weeks. Treatment with BW245C, but not with the 
PBS vehicle control, decreased the severity of cartilage lesions (Figures 6A and B). 
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Moreover, OARSI scoring consistently confirmed that the BW245C injection significantly 
suppressed the histologic severity of OA in DMM‐operated mouse joints (Figure 6B). 
In addition to its attenuating effects on articular cartilage destruction, intraperitoneal 
administration of BW245C reduced OA‐related bony changes (Figure 6C). There were no 
structural changes in sham‐operated knees treated with the PBS vehicle control or 
BW245C. These results indicate that intraperitoneal administration of BW245C exerts a 
protective effect against the pathogenesis of OA, including a reduction in the severity of 
articular cartilage destruction and subchondral bone changes. 
 
DISCUSSION 
In this study, we demonstrated that mice deficient in DP1 showed increased cartilage 
degradation with age or following DMM knee surgery. This effect of DP1 deletion was 
associated with enhanced expression of MMP‐13 and ADAMTS‐5 and with pronounced 
changes in the subchondral bone parameters. Moreover, we demonstrated that 
administration of a DP1 agonist exerted a protective effect against DMM‐induced OA in 
WT mice. 
Histologic examination revealed that cartilage structural damage was relatively more 
severe in DP1−/− mice compared to WT mice in both models of OA. To determine the 
mechanism underlying the effect of DP1 deficiency on cartilage degradation, we analyzed 
the levels of ADAMTS‐5 and MMP‐13, key proteases of cartilage extracellular matrix 
degradation (5-7). Results showed that there was little or no expression of MMP‐13 or 
ADAMTS‐5 in the knee joints of DP1−/− and WT mice at 3 months of age. At 9 months 
of age, the expression levels of ADAMTS‐5 and MMP‐13 remained almost undetectable 
in WT mice, but both were significantly elevated in the knee joints of DP1−/− mice. In the 
DMM model, the expression levels of MMP‐13 and ADAMTS‐5 were more elevated in 
articular cartilage from DP1−/− mice than that from WT control mice. 
Ex vivo studies with cartilage explants revealed that the rate of proteoglycan degradation 
following stimulation with IL‐1α was higher in cartilage from DP1−/− mice compared to 
WT mice, suggesting that DP1 deletion enhanced the expression of cartilage‐degrading 
enzymes. This is consistent with our previous findings showing that DP1 activation 
prevented the expression of MMP‐13 and MMP‐1 in cultured chondrocytes (34). Taken 
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together, these data strongly suggest that DP1 deletion mediates the up‐regulation of MMPs 
and possibly other catabolic enzymes that exacerbate cartilage degradation. 
In addition to cartilage destruction, OA both in humans and in experimental models is 
characterized by subchondral bone changes (3, 42). Micro‐CT analysis revealed extensive 
subchondral bone sclerosis, increased BV/TV and TbTh, and decreased TbSp in 
DP1−/−mouse joints at age 15 months compared to WT mouse joints at the same age. We 
also noted that significant ectopic bone developed in the knee joints of DP1−/− mice at age 
15 months. These parameters were also increased at 8 weeks following DMM surgery in 
both genotypes. Interestingly, in the DMM model, the magnitude of osseous changes was 
also more pronounced in DP1−/− mice. Thus, DP1 deficiency not only accelerates cartilage 
degradation, but also exacerbates subchondral bone changes. 
Having demonstrated that DP1 deletion aggravates OA‐like changes, we tested whether 
administration of the DP1 selective agonist BW245C could alter OA development in WT 
mice. We found that administration of a selective DP1 agonist reduced DMM‐induced OA‐
like changes in both cartilage and bone. Interestingly, BW245C lost its beneficial effect in 
DP1−/−mice (data not shown), which excludes the possibility that cross‐reactivity with 
distinct pathways may be responsible for the observed effect of BW245C. 
Subchondral bone and cartilage behave as a functional unit both biochemically and 
mechanically (43), and alteration in cell function metabolism in one tissue may affect both 
tissues during the process of OA. Although our data clearly demonstrate a central role for 
DP1 in the pathogenesis of OA, it is unclear whether the exacerbation of OA in the absence 
of DP1 originates from alterations in bone or cartilage metabolism. Further analyses using 
cartilage‐ and bone‐specific DP1‐deficient mice would determine the tissue‐specific role 
of DP1 during the progression of OA. 
In addition to increased expression of MMP‐13 and ADAMTS‐5, DP1 deletion can 
exacerbate OA via magnification of inflammation. Indeed, several studies showed that DP1 
deficiency amplifies, whereas DP1 activation dampens, inflammation in a number of 
models. For example, DP1 deficiency was shown to exacerbate skin inflammation in a 
model of contact hypersensitivity, and this was accompanied by increased production of 
interferon‐γ and IL‐17 (25). Moreover, chimeric mice with selective hematopoietic DP1 
deficiency had enhanced airway inflammation, and administration of a selective DP1 
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agonist substantially suppressed the elicitation of inflammatory allergic reactions in an IL‐
10–dependent manner (21). DP1 deficiency was also shown to aggravate lung 
inflammation in mice with bleomycin‐induced acute lung injury, and this was associated 
with increased production of leukemia inhibitory factor, osteopontin, and chemokine (C‐
X‐C motif) ligand 1 (16). 
In another study, treatment of DP1‐deficient mice with a DP1 agonist was shown to be 
protective by decreasing inflammatory responses and fibrosis (17). In addition, DP1 
activation prevented skin lesions in a murine model of atopic dermatitis, likely acting 
through reduced recruitment of inflammatory cells into the dermis and increased 
production of the immunoregulatory cytokine IL‐10 (22). Finally, BW245C was shown to 
prevent the progression of collagen‐induced arthritis in mice by suppressing the secretion 
of the proinflammatory mediators IL‐1, IL‐6, and IL‐17 and PGE2 (44). It is therefore 
possible that enhanced production of proinflammatory mediators could also contribute to 
the exacerbation of OA seen in DP1−/− mice. 
An additional mechanism by which DP1 deletion can exacerbate OA is by enhancing 
angiogenesis, a hallmark of OA (45). Indeed, DP1 deficiency was shown to potentiate, and 
BW245C to inhibit, angiogenesis and vascular hyperpermeability (46). Thus, the 
aggravated OA seen in DP1−/− mice can be attributed, at least partially, to enhanced 
angiogenesis. 
The precise mechanisms by which deletion of DP1 exacerbates OA are likely multiple, but 
could involve down‐regulation and impairment of the cAMP/protein kinase A (PKA) 
pathway. Indeed, DP1 signals through the cAMP/PKA pathway (47) and we have 
previously shown that DP1 activation inhibits the expression of MMP‐1 and MMP‐13 in 
human chondrocytes via the cAMP/PKA pathway (34). Moreover, several studies found 
that activation of the cAMP/PKA pathway in chondrocytes prevented the expression of 
various inflammatory and catabolic mediators such as nitric oxide, vascular endothelial 
growth factor, and MMPs 48-52. Therefore, it is possible that down‐regulation of the 
cAMP/PKA pathway mediates, at least partially, the exacerbating effect of DP1 deletion 
on the progression of OA. 
DP1 deletion could be compensated for by DP2, the other PGD2 receptor. This is unlikely, 
since both receptors usually transmit signals that are antagonistic (25-27). On the other 
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hand, we previously reported that DP2 agonists had no effect on the production of MMP‐
1 and MMP‐13 in cultured chondrocytes (34). Moreover, and in contrast to the findings in 
WT mice, treatment of DP1−/− mice with BW245C had no effect on the progression of 
DMM‐induced OA (data not shown). 
 
In conclusion, this study provides valuable insight into the role of DP1 in the 
pathophysiology of OA and suggests that targeting DP1 could be a potential therapeutic 
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Figures and legends: 
 
 
Figure 1: Accelerated cartilage erosion in D prostanoid receptor 1–deficient (DP1−/−) mice 
with age. A and B, Coronal sections of the whole knee joints from wild‐type (WT) mice (A) and 
DP1−/− mice (B) at ages 3 months, 9 months, and 15 months were prepared and stained with 
Safranin O–fast green to assess the integrity of the articular cartilage. Each image shown is a 
representative section selected from 48 sections from an experimental group (8 sections from each 
knee joint; 6 knee joints in each experimental group). The representative section was selected based 
on the average histologic severity score in each group. Black arrow indicates reduced Safranin O 
staining. Blue arrow indicates areas of fibrillation and clefts in the cartilage. Green arrow indicates 
eburnation of subchondral bone. Original magnification × 40 in upper panels; × 200 in lower 
panels. C, Summed histologic scores for osteoarthritis (OA) severity in the knee cartilage from WT 
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and DP1−/−mice at ages 3, 9, and 15 months, as determined using the OA Research Society 
International scoring system, are shown. Symbols represent individual mice; horizontal lines 
indicate the mean. ∗ = P < 0.05. 
 
 
Figure 2: Accelerated progression of OA in DP1−/− mice following destabilization of the 
medial meniscus (DMM) surgery. A and B, Ten‐week‐old WT mice (A) and 
DP1−/−mice (B) were subjected to sham operation or DMM surgery. Knee joint samples were 
harvested at 2 weeks (n = 8 WT and 8 DP1−/− mice), 4 weeks (n = 7 WT and 6 DP1−/− mice), and 
8 weeks (n = 8 WT and 8 DP1−/− mice) postsurgery, and then prepared and stained with Safranin 
O–fast green to assess the extent of articular cartilage degeneration. Each image shown is a 
representative section selected from 48–64 sections from an experimental group (8 sections from 
each knee joint; 6–8 knee joints in each experimental group). The representative section was 
selected based on the average histologic severity score in each experimental group. Black 
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arrow indicates reduced Safranin O staining. Blue arrow indicates areas of fibrillation and clefts in 
the cartilage. Green arrow shows loss of cartilage. C, Summed histologic scores for OA severity in 
the knee cartilage from WT and DP1−/− mice at 2, 4, and 8 weeks after DMM surgery, as 
determined using the OA Research Society International scoring system, are shown. Symbols 






Figure 3: Expression of matrix metalloproteinase 13 (MMP‐13) and ADAMTS‐5 in the knee 
joints of WT and DP1−/− mice at ages 3 months and 9 months. A, Knee joint sections from 3‐
month‐old and 9‐month‐old mice (n = 5 mice per genotype per age group) were analyzed by 
immunohistochemical staining for the expression of ADAMTS‐5 and MMP‐13. Each image shown 
is a representative section selected from 25 sections from an experimental group (5 sections from 
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each knee joint; 5 knee joints in each experimental group). B, The percentage of chondrocytes 
expressing ADAMTS‐5 and MMP‐13 is shown for each genotype. Symbols represent individual 
mice; horizontal lines indicate the mean. C, Expression of ADAMTS‐5 mRNA and MMP‐13 
mRNA was assessed in joint tissue from WT and DP1−/− mice at ages 3 months and 9 months. 
Results are the mean ± SD fold change relative to the values for 3‐month‐old WT control mice (set 
as 1), rom 3 pooled RNA samples (each sample extracted from the articular cartilage of 5 





Figure 4: Micro–computed tomography (micro‐CT) analysis of the subchondral bone of the 
tibial plateau of WT and DP1−/− mice at ages 3 months and 15 months. A, Knee joints from 
3‐month‐old and 15‐month‐old WT and DP1−/− mice were evaluated by micro‐CT. Representative 
axial micro‐CT images of the subchondral bone compartment are shown (n = 6 mice per genotype 
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per time point). B, Trabecular bone volume fraction (bone volume/total volume [BV/TV]), 
trabecular thickness (TbTh), and trabecular separation distance (trabecular space [TbSp]) were 
assessed in the subchondral region of the medial tibial plateau of WT and DP1−/−mice at ages 3 
months and 15 months. Symbols represent individual mice; horizontal lines indicate the 
mean. ∗ = P < 0.05. C, Representative 3‐dimensional reconstructions of the knee joints from WT 
and DP1−/− mice at ages 3 months and 15 months (n = 6 mice per group) are shown. See 




Figure 5: Deletion of DP1 enhances interleukin‐1α (IL‐1α)–induced proteoglycan 
degradation in conditioned medium from cultured knee cartilage explants. Femoral heads 
from WT and DP1−/− mice were stimulated with 10 ng/ml IL‐1α for 72 hours (or left untreated as 
a control [CTL]). Proteoglycan degradation in the conditioned medium from cultured explants was 
evaluated using a dimethylmethylene blue assay. Results are the mean ± SD levels of sulfated 
glycosaminoglycan released per mg cartilage from 3 separate samples (n = 3 samples per group; 2 

























Figure 6: Treatment with the DP1 agonist BW245C (BW) reduces the severity of OA in the 
destabilization of the medial meniscus (DMM) model. Ten‐week‐old WT mice were subjected 
to sham surgery (n = 7 mice per group) or DMM surgery (n = 8 mice per group). BW245C was 
administered intraperitoneally every day (0.5 mg/kg/day) beginning 1 day after surgery for 8 weeks. 
Phosphate buffered saline was used as a vehicle (Veh) control. The knee joints were collected and 
cartilage degradation was analyzed using Safranin O–fast green staining. A, Representative 
immunostained images are shown. The representative section was selected based on the average 
histologic severity score in each experimental group. B,Summed histologic OA severity scores 
were determined using the OA Research Society International scoring system. Symbols represent 
individual mice; horizontal lines indicate the mean. ∗ = P < 0.05. C, Representative 3‐dimensional 
reconstructions of the knee joint (obtained from micro–computed tomography images) are shown 
for sham‐operated and DMM‐operated mice (n = 7–8 mice per group) at 8 weeks after surgery and 















Knee joints were fixed in TissuFix, decalcified in 10% EDTA for 14 days at 4°C, and 
embedded in paraffin. Immunohistochemical analysis was performed as previously 
described (1, 2). Briefly, sections were pre-incubated with chondroitinase ABC (0.25 U/ml 
in PBS pH 8.0) for 60 min at 37˚C, followed by a 30 min incubation with Triton X-100 
(0.3%) at room temperature. Slides were then washed in PBS followed by 2% hydrogen 
peroxide⁄methanol for 15 min. They were further incubated for 60 min with 2% normal 
serum (Vector Laboratories, Burlingame, CA) and overlaid with primary antibody for 18 
hours at 4°C in a humidified chamber. The following antibodies were used: rabbit 
polyclonal anti-ADAMTS-5 (1:100 dilution; Cedarlane, Hornby, ON, Canada), and rabbit 
polyclonal anti-MMP-13 (1:100 dilution; Sigma-Aldrich). Each slide was washed 3 times 
in phosphate-buffered saline (pH 7.4) and incubated with a secondary antibody using the 
Vectastain ABC kit (Vector Laboratories) following the manufacturer’s instructions. The 
colour was developed with 3,3’-diaminobenzidine (DAB) (Vector Laboratories) 
containing hydrogen peroxide. The slides were counterstained with eosin. Each slide was 
examined and scored by 2 independent observers (YO and HA) who were blinded to group 
allocation. The total number of chondrocytes and the number of chondrocytes staining 
positive were evaluated and results were expressed as the percentage of chondrocytes 







BW245C was administered in PBS via daily intraperitoneal injection (0.5 mg/kg) for 8 
weeks alternating daily between left and right sides of the abdomen. The mice were closely 
monitored during the study. The BW245C solution was freshly prepared every day before 
each injection. 
 
Isolation of primary chondrocytes and measurement of cAMP levels 
Primary epiphyseal chondrocytes were isolated from 5- to 6-day-old mice as previously 
reported (3). Briefly, cartilage tissues, including the femoral heads, femoral condyles and 
tibial plateaus, were digested twice for 45 min each with 3 mg/ml collagenase D. Then, the 
cartilage pieces were incubated with 0.5 mg/ml collagenase D at 37˚C in a thermal 
incubator with 5% CO2 overnight. The cell suspension was filtered through a 70- m cell 
strainer and the released cells were cultured in DMEM medium supplemented with 10% 
FBS and 1% penicillin/streptomycin at 37˚C in a humidified 5% CO2 atmosphere. At 
confluence, the cells were detached and plated in 6-well plates (6 x 105/well) for RNA 
analysis or in 24-well plates (2 x 105/well) for measurement of cAMP levels. Only first-
passage cells were used for the experiments. For the measurement of cAMP generation, 
chondrocytes were preincubated with 10 µM 3-isobutyl-1-methylxanthine for 30 min and 
then stimulated with PGD2 (1 µM), BW245C (1 µM) or PGE2 (10 µM) for 15 min. The 
intracellular levels of cAMP were measured using a cAMP enzyme immunoassay kit 
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Supplemental Figure 1. Expression of MMP-13 and ADAMTS-5 in the knee joints of WT and 
DP1-/- mice at 2 weeks post-surgery. Knee joint sections from sham- and DMM-operated mice 
at 2 weeks post-surgery were analyzed by immunohistochemistry for MMP-13 and ADAMTS-5 
(A) as described in the Materials and Methods section. B) Percentage of chondrocytes expressing 
MMP-13 and ADAMTS-5. The results are the mean ± SEM of the evaluation of 5 sections taken 
from each knee with 5 knee joints per group. *P<0.05 versus WT mice. C) Expression of MMP-13 
and ADAMTS-5 mRNA at 2 weeks post-sham or -DMM surgery. Results are expressed as -fold 
change, considering 1 as the value of control (i.e. sham-operated WT mice) and are the mean ± 
SEM from 3 pooled RNA samples, each extracted from the articular cartilage of eight operated 








Supplemental Figure 2. Micro-CT analysis of the subchondral bone of the tibial plateau of 
WT and DP1-/- mice at 8 weeks post-DMM surgery. Knee joints from sham- and DMM-operated 
wild-type (WT) and DP1-/- mice were evaluated by micro-CT at 8 weeks post-surgery. A) 
Representative axial micro-CT images of the subchondral bone compartment of WT and DP1-/- 
mice at 8 weeks after sham or DMM surgery (n = 6 to 8 mice in each group). B) Quantification of 
BV/TV, Tb.Th, and Tb.Sp in the subchondral region of the medial tibial plateau of WT and DP1-
/- mice at 8 weeks post-surgery in sham- and DMM-operated WT and DP1-/- mice (n = 6 to 8 mice 
per group). E) Representative 3D reconstructions of the knee joints of sham- and DMM-operated 










Objectif: La prostaglandine D synthase de type lipocaline (L-PGDS) catalyse la formation 
de prostaglandine D2 (PGD2) qui joue un rôle important dans l’inflammation et le 
métabolisme du cartilage. Cependant, on sait peu de choses sur son rôle dans l'arthrose. Le 
but de cette étude était d'étudier les effets du déficit en L-PGDS à l'aide d'un modèle murin 
d'arthrose expérimentale. 
 
Méthodes: Une arthrose expérimentale a été induite chez des souris de type sauvage (WT) 
et Knock-out en L-PGDS (L-PGDS -/-) par déstabilisation du ménisque médial (DMM). 
La dégradation du cartilage a été évaluée par histologie. L'expression des marqueurs 
d'arthrose a été évaluée par immunohistochimie. Les modifications osseuses ont été 
déterminées par microtomographie aux rayons X (µCT). Des explants de cartilage de 
souris L-PGDS -/- et WT ont été traités avec de l'interleukine-1α (IL-1α) ex vivo, afin 
d'évaluer la dégradation des protéoglycanes. De plus, l'effet de l'injection intra-articulaire 
d'un virus adéno-associé (AAV) codant pour L-PGDS 2/5 sur la progression de l'arthrose 
a été évalué chez des souris L-PGDS -/-. 
 
Résultats: Comparativement aux souris WT, les souris L-PGDS -/- avaient exacerbé la 
dégradation du cartilage et amélioré l'expression de MMP-13 et d'ADAMTS-5. En outre, 
les souris L-PGDS -/- ont présenté une synovite accrue et des modifications osseuses sous-
chondral. Les explants de cartilage de souris L-PGDS -/- ont montré une dégradation 
accrue des protéoglycanes après traitement avec IL-1α. L'injection intra-articulaire 
d'AAV2 / 5 codant pour L-PGDS a atténué la dégradation du cartilage induite par le DMM 
et l'expression de ADAMTS-5 et MMP-13 chez des souris L-PGDS -/-. 
 
Conclusion: Ensemble, ces résultats suggèrent un rôle important de la L-PGDS dans la 
pathogenèse de l'arthrose. Le ciblage de la L-PGDS pourrait constituer une nouvelle 
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L-PGDS in experimental OA 
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Objective: Lipocalin-type prostaglandin D synthase (L-PGDS) catalyzes the formation of 
prostaglandin D2 (PGD2), which has important roles in inflammation and cartilage 
metabolism. We and others have shown that L-PGDS is expressed in cartilage, but its role 
in osteoarthritis (OA) is yet to be defined. The aim of this study was to investigate the role 
of L-PGDS in the pathogenesis of OA using an experimental mouse model.  
Methods: Experimental OA was induced in wild-type (WT), and L-PGDS- deficient (L-
PGDS-/-) mice by destabilization of the medial meniscus (DMM). Cartilage degradation 
was evaluated by histology. The expression of MMP-13 and ADAMTS-5 was assessed by 
immunohistochemistry. Bone changes were determined by microcomputed tomography 
( -CT). Cartilage explants from L-PGDS-/- and WT mice were treated with interleukin-
1α (IL-1α) ex vivo, to evaluate proteoglycan degradation. Furthermore, the effect of intra-
articular injection of an adeno-associated virus (AAV) 2/5 encoding L-PGDS on OA 
progression was evaluated in L-PGDS-/- mice. 
Results: Compared to WT mice, L-PGDS-/- mice had exacerbated cartilage degradation, 
and enhanced expression of MMP-13 and ADAMTS-5. Furthermore, L-PGDS-/- mice 
displayed increased synovitis and subchondral bone changes. Cartilage explants from L-
PGDS-/- mice showed enhanced proteoglycan degradation following treatment with IL-
1α. Intra-articular injection of AAV2/5 encoding L-PGDS reversed the exacerbation of 
DMM-induced cartilage damage in L-PGDS-/- mice. The level of L-PGDS was 
increased in OA tissues of WT mice. 
Conclusion: Collectively, these findings suggest a protective role of L-PGDS in OA, and 




Osteoarthritis (OA) is the most common form of arthritis, and a leading cause of disability. 
OA is primarily characterized by articular cartilage destruction, synovial inflammation, and 
subchondral bone remodeling [1, 2]. There is currently, no proven treatment to stop or slow 
the progression of OA, as the exact mechanisms underlying the initiation, and progression 
of the disease are yet largely unknown. A deeper understanding of the mechanisms 
involved in the pathogenesis of OA will be useful in the development of more effective 
therapeutic agents to prevent or treat OA.  
Cartilage breakdown during OA is predominantly mediated by proteases, most notably, 
matrix metalloproteinase 13 (MMP-13) and a disintegrin and metalloproteinase with 
thrombospondin motifs 5 (ADAMTS-5). Indeed, MMP-13 overexpressing transgenic mice 
develop spontaneous OA-like cartilage damage [3], and MMP-13 deletion protected mice 
against OA-like cartilage damage [4]. In addition, ADAMTS-5 deficiency was shown to 
prevent cartilage destruction in mouse arthritis models [5, 6]. 
Increasing evidence indicates that prostaglandin D2 (PGD2) may have protective effects 
in OA. We have demonstrated that treatment of chondrocytes with PGD2 inhibits the 
induction of MMP-1 and MMP-13, which play an important role in cartilage damage [7]. 
PGD2 was also reported to increase the expression of the cartilage-specific matrix 
molecules type II collagen and aggrecan [8], and to prevent chondrocyte apoptosis [9].  
In addition to its chondroprotective effects, PGD2 has anti-inflammatory properties. For 
instance, the initiation of inflammation is associated with reduced production of PGD2, 
while the resolution phase is associated with increased levels of PGD2 [10]. Moreover, 
PGD2 inhibits several inflammatory responses including the production of IL-12 [11], and 
interferon g (IFN g) [12], and the expression of inducible nitric oxide synthase (iNOS) [13]. 
PGD2 was also reported to enhance the production of the anti-inflammatory cytokine IL-
10 [14]. The anti-inflammatory effect of PGD2 is further supported by studies using PGD2 
synthase deficient, and transgenic mice. The knockout animals showed impaired resolution 
of inflammation, and transgenic animals had little detectable inflammation [15-17].  
The biosynthesis of PGD2 is catalyzed by two PGD synthases (PGDSs) that differ in tissue 
distribution; the lipocalin-type PGDS (L-PGDS), and the hematopoietic PGDS (H-PGDS) 
[18]. L-PGDS is expressed abundantly in the central nervous system [19], the heart [20], 
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and skin [21]. H-PGDS is expressed mainly in mast cells [22], megakaryocytes [23] and, 
T helper (Th) 2 lymphocytes  [24].  
We have previously shown that articular cartilage predominantly expresses L-PGDS [25, 
26]. However, the in vivo role of L-PGDS in the pathophysiology of OA remains largely 
unknown. In this study, we investigated the effect of L-PGDS deficiency on the 
development of OA using a surgical mouse model, induced by destabilization of the medial 
meniscus (DMM) [27]. We also evaluated the effect of intra-articular injection of an adeno-
associated viral vector (AAV2/5) encoding murine L-PGDS gene on the progression of OA 




MATERIALS AND METHODS  
Mice 
All animal experiments were approved by the Institutional Animal Protection Committee 
of the University of Montreal Hospital Research Centre (CRCHUM). L-PGDS-/- mice 
were generated as described previously [28]. In these mice, L-PGDS gene was disrupted 
by replacing a 1.84-kb fragment containing parts of exons II-V with the neomycin 
resistance gene. L-PGDS-/- mice were backcrossed onto the C57BL/6 background for 10 
generations. L-PGDS-/- and WT mice used in these experiments were generated by 
breeding heterozygous littermates, and genotypes were identified by polymerase chain 
reaction (PCR) of tail biopsy DNA extract. Mice were maintained under 12-hour light/dark 
cycle, and were freely allowed access to food, water and activity before and after surgery. 
The mice appeared healthy, and showed normal behavior throughout the study. 
Induction of OA in mice 
OA was induced by destabilization of the medial meniscus (DMM) in the knee joints of 
10-week-old male WT and L-PGDS-/- mice, as previously described [27]. Briefly, animals 
were anesthetized, and the right knee joint was destabilized by transection of the anterior 
attachment of the medial meniscotibial ligament (MMTL). The sham operation involved 
the same surgery, except that the MMTL was visualized but not transected. Mice were 
sacrificed at 2, 4, and 8 weeks post-DMM surgery. Knees were harvested, and subjected to 
micro-CT, histological and immunohistochemical analyses. Only male mice were used in 
vivo in this study because male mice develop better features of the disease.  None of the 
mice died during the experimental period.  
Histological evaluation of osteoarthritic changes 
The harvested knee joints were fixed in TissuFix (Chaptec, Montreal, QC, Canada), 
decalcified in 10% EDTA for 14 days at 4°C, and embedded in paraffin. Coronal sections 
(5-μm) were obtained through the entire joint at 80 μm intervals, and stained with Safranin 
O–fast green (8 sections per joint) or hematoxylin and eosin (5 sections per joint). Cartilage 
damage was assessed in accordance with the recommendations of the Osteoarthritis 
Research Society International (OARSI) guidelines [29]. Synovitis was evaluated using the 
scoring method described by Lewis et al [30]. All sections were graded by two scorers (MN 
and YO) in a blinded manner. Scores for cartilage damage, and synovitis were recorded for 
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the femoral-medial and the tibial-medial condyles on the operated side of the joint, and the 
scores for the two quadrants regions were summed. 
Immunohistochemistry 
Immunohistochemical analysis was performed as previously described [31, 32]. For further 
details, see Supplementary Methods. 
Isolation of primary chondrocytes and measurement of PGD2 levels 
Primary epiphyseal chondrocytes were isolated from 5- to 6-day-old mice as previously 
reported [31]. A detailed description of isolation of primary chondrocytes can be found in 
the Supplementary Methods. 
RNA extraction and real-time reverse transcription-polymerase chain reaction 
Total RNA was isolated from whole joints following the removal of the skin and muscle 
bulk. The joint tissues were homogenized in 1 ml of TRIzol® reagent (Invitrogen, 
Burlington, ON, Canada) using a PowerGen 125 Polytron instrument (Fisher Scientific), 
and RNA was isolated, according to the manufacturer’s instructions. RNA was reverse 
transcribed, and amplified using the QuantiTect Reverse Transcription PCR Kit (QIAGEN) 
on the Rotor Gene 3000 Realtime PCR system (Corbett Research, Mortlake, Australia), 
according to the manufacturer’s protocol. Relative mRNA expression was determined 
using the DDCT method, and glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) as the 
housekeeping gene. The primer efficiencies were similar for the target and GAPDH genes. 
All primer sequences are available on request. Each PCR was performed in triplicate from 
two independent experiments. 
PGD2 assay. The levels of PGD2 in culture supernatants or in knee joints were determined 
using the Prostaglandin D2 ELISA kit (Cayman Chemical, MI, USA). For mouse knee 
joints, skin and muscle were removed from the operated knee and the samples were snap 
frozen in liquid N2, and stored at -80°C until use. The samples were then gently 
homogenized (PowerGen 125 Polytron instrument, Fisher Scientific) in 1 ml ice-cold 
buffer (10 mM HEPES, pH 7.4, 1 mM EDTA, 1 mM EGTA, 10 mM KCl, 1mM 
dithiothreitol,  1 mM Na3VO4, 1 mM NaF, 1 mM PMSF, 10 μg/mL each of aprotinin, 
leupeptin, and pepstatin, and 10  M, indomethacin). The homogenates were sonicated on 
ice and centrifuged at 12,000×g for 15 minutes. The levels of PGD2 in the supernatants 
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were determined using an enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) kit (Cayman 
Chemical). All samples were analysed in duplicate and at two different dilutions. 
Culture of cartilage explants 
Femoral heads from 3- to 4-week-old WT and L-PGDS-/- mice were cultured as explants 
(4 femoral heads per well) in 48-well plates at 37°C in 400 μl of DMEM containing 
antibiotics and 10% fetal calf serum for 48 hours. The explants were then washed in serum-
free DMEM, and cultured for an additional 72 hours in serum-free DMEM, with and 
without 10 ng/ml mouse interleukin-1α (IL-1α) (Sigma-Aldrich). Conditioned medium was 
collected at the end of the culture period and proteoglycan degradation was assessed by 
measuring the levels of sulfated glycosaminoglycan (GAG) released into culture media 
using dimethyl methylene blue (DMMB) with chondroitin sulfate as a standard [31]. 
Results are expressed as μg of GAG released/mg cartilage.  
Micro-CT analysis of bone 
The knee joints were scanned using the Skyscan 1176 micro-CT scanner (Skyscan, 
Aartselaar, Belgium) at 50 KV, 149 μA, with a pixel size of 9 μm and a 0.5-mm aluminum 
filter. Data were recorded at every 3-degree rotation step through 180 degrees. Image slices 
were reconstructed using NRecon software (version 1.6.3.2, Skyscan). The region of 
interest (ROI) included the area between the epiphyseal growth plate and articular cartilage. 
The following morphometric parameters: trabecular bone volume fraction (BV/TV), 
trabecular thickness (Tb.Th.), trabecular separation (Tb.Sp.), trabecular number (Tb.N.), 
were determined using CT Analyzer software (SkyScan). CTVox software (SkyScan) was 
used to create 3-D images. 
Intra-articular injection of AAV2/5 in L-PGDS-/- in mice  
Recombinant AAV2/5 vectors encoding either green fluorescent protein GFP alone 
(AAV2/5‐GFP) or L-PGDS-GFP (AAV2/5‐L-PGDS-GFP) were generated by Vector 
BioLabs (Philadelphia, PA, USA). Ten week-old mice were anesthetized, and each right 
knee was intra-articularly injected with 10 µl of either 1.3 x 1010 gc AAV-GFP or AAV-
L-PGDS-GFP. After three days, mice were subjected to sham or DMM surgery. Mice were 
sacrificed 4 weeks post-surgery, and the joints were harvested, and processed for 





 Sample size calculations were based on our primary outcome "OA histopathology" and 
our previous studies [31, 32]. Our sample size would provide >80% power to detect a 50% 
change in mean OARSI scores with a significance level of P = 0.05. 
Histological and immunohistochemical data were assessed using the Mann-Whitney U test 
(for comparison of two groups), or Kruskal-Wallis followed by Dunn’s multiple 
comparisons test (for comparison between more than two groups). Results of the real-time 
PCR, PGD2 levels and bone parameters were analyzed using Student’s t-test (for 
comparison of two groups) or one-way ANOVA followed by Bonferroni's multiple 
comparisons test (for comparison between more than two groups).  P-value < 0.05 was 




L-PGDS deficiency enhanced cartilage destruction following DMM surgery  
To validate the deletion of L-PGDS, we assessed the expression of L-PGDS mRNA in the 
knee joints of WT and L-PGDS -/- mice. As expected, the expression of L-PGDS mRNA 
was absent in L-PGDS-/- mice (Suppl. Fig. 1A).  In addition, we compared the expression 
of L-PGDS protein, and the production of PGD2, in response to IL-1a in cultured 
chondrocytes from WT and L-PGDS -/- mice. The results revealed complete absence of L-
PGDS expression and PGD2 production in chondrocytes isolated from L-PGDS-/- mice 
(Suppl. Fig. 1B, C). These results indicated effective ablation of L-PGDS in L-PGDS-/- 
mice. 
To evaluate the functional role of L-PGDS in OA in vivo we studied the development of 
DMM-induced OA-related changes in L-PGDS -/- mice and their WT littermates. DMM 
surgery was performed, and knee joints were harvested 2, 4, and 8 weeks post-surgery.  
Histological analyses revealed that cartilage degradation was more severe and more 
accelerated in L-PGDS-/- mice compared with WT mice (Fig. 1A). Quantification by the 
OARSI grading scoring system [29] confirmed the exacerbation and acceleration of 
cartilage degradation in L-PGDS-/- mice (Fig. 1B). These results indicated that L-PGDS 
deletion exacerbates OA development in a surgical mouse OA model. 
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We also examined synovial inflammation, another feature of OA. We found no difference 
in synovitis between L-PGDS-/- mice and their WT littermates at 2 and 4 weeks after DMM 
surgery (Fig. 1C). However, synovitis was greater in L-PGDS -/- mice compared with WT 
mice, at 8 weeks post-DMM surgery (Fig. 1C). Semiquantitative scoring [30] confirmed 
that the scores were significantly higher in L-PGDS-/- mice (Fig. 1D). although this was 
not statistically significant. These findings demonstrated that L-PGDS deletion accelerates 
both cartilage destruction, and synovial inflammation.  
 
Increased expression of cartilage-degrading enzymes and cartilage degradation 
products in L-PGDS-/- mice 
To elucidate the mechanisms underlying the exacerbation cartilage degradation in L-
PGDS-/- mice, we evaluated the expression of key factors in OA development including 
ADAMTS-5 and MMP-13. Immunohistochemical analysis revealed that the levels of 
MMP-13 and ADAMTS-5 enzymes were elevated in the joints of both WT and L-PGDS-
/- mice at 2 weeks post-surgery compared to sham-operated control joints (Fig. 2). This 
increase was significantly greater in L-PGDS-/- mice than in WT control mice. These 
results indicate that L-PGDS deletion may enhance cartilage damage by increasing the 
expression of cartilage degrading enzymes. We also performed immunostaining for type II 
collagen and aggrecan cleavage fragments. We observed increased staining for C1,2C, 
VDIPEN, and NITEGE in cartilage from either genotype, though the staining was more 
intense in the L-PGDS-/- mice, compared to wild-type mice (Suppl. Fig. 2). The elevated 
staining for the degradation products of MMP-13 and ADAMTS-5 in L-PGDS-/- mice 
compared with WT mice suggests increased activity of MMP-13 and ADAMTS-5. 
 
L-PGDS deficiency enhanced IL-1a-induced proteoglycan degradation  
To further define the role of L-PGDS in cartilage degradation, we examined the effect of 
IL-1a on proteoglycan degradation in cultured cartilage explants. Femoral head articular 
cartilage from WT and L-PGDS-/- mice were treated or not with IL-1a, and 
glycosaminoglycan (GAG) release was evaluated using dimethylmethylene blue assay. 
Treatment with IL-1a caused a significant increase in GAG release in both WT and L-
PGDS-/- cartilage, with the increase being more pronounced in L-PGDS-/- cartilage (Fig. 
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3). In the absence of IL-1a, there was no significant difference in GAG release between L-
PGDS-/- mouse cartilage and WT mouse cartilage. These results further support that L-
PGDS deletion increases cartilage degradation. 
 
L-PGDS deletion exacerbated subchondral bone microarchitectural changes 
following DMM surgery 
In addition to articular cartilage destruction, subchondral bone changes are believed to play 
a key role in the pathogenesis of OA. We therefore used micro-CT to evaluate DMM-
induced changes in the microarchitecture of subchondral bone of sham- and DMM-
operated WT and L-PGDS-/- mice at 8 weeks post-surgery. As shown in Fig. 4A, both WT 
and L-PGDS-/- mice had subchondral bone sclerosis, which is more prominent in L-PGDS 
-/- mice. There was also a significant increase in trabecular bone volume BV/TV in DMM-
operated knee compared to sham-operated knees control, in both the WT and L-PGDS-/- 
mice.  Tb.Th also increased in DMM-operated knee joints of WT and L-PGDS-/- mice 
(Fig. 4B). In line with these changes, there was a decrease in Tb.Sp in DMM-operated knee 
joints of both genotypes Fig. 4B). The magnitude of subchondral bone changes was more 
pronounced in L-PGDS-/- mice (Fig. 4B). The 3-D rendering revealed that OA-related 
bony changes including meniscal calcification, sesamoid bone enlargement, periarticular 
mineralization, and reduced joint space, which were more prominent in L-PGDS-/- mice 
(Fig. 4C). These results demonstrated that L-PGDS deletion, not only exacerbates cartilage 
degeneration, and synovitis, but also increases the severity of subchondral changes in 
experimental OA.  
 
Intra-articular injection of AAV2/5-L-PGDS reversed the exacerbation of DMM-
induced cartilage damage in L-PGDS-/- mice 
As L-PGDS deletion was found to exacerbate experimental OA, we further investigated 
whether intra-articular injection of an adeno-associated viral vector (AAV2/5) encoding L-
PGDS gene attenuates typical osteoarthritic changes in L-PGDS-/- mice. 
Immunohistochemical analysis at 4 weeks post-DMM surgery revealed that AAV-GFP 
control virus efficiently transduced cells in the cartilage, meniscus and synovium (Fig 5A).  
Efficient AAV infection was further confirmed by detection of high levels of L-PGDS in 
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these tissues (Fig 5B). No evidence of L-PGDS expression was seen in the cartilage from 
knees injected with a control AAV2/5 encoding only GFP (Fig 5B). The level of PGD2 
was increased in L-PGDS overexpressing joints, demonstrating successful increased 
activity of L-PGDS (Fig 5C).  
As shown in Fig 5C, the administration of AAV-L-PGDS protected against cartilage loss, 
and significantly reduced the OARSI scores (Fig 5D). The synovitis score in L-PGDS-
injected mice was also significantly lower than in GFP-injected mice (Suppl. Fig. 3). 
Together, these data support the notion that L-PGDS has protective effects in OA. 
 
Increased expression of L-PGDS in OA cartilage of WT mice 
We analyzed the expression level of L-PGDS in knee joints of sham- and DMM-operated 
WT mice. We observed increased level of L-PGDS mRNA in the joints of DMM-operated 
mice compared to those of sham-operated animals (Fig. 6A). The level of L-PGDS protein 
was also higher in cartilage from DMM-operated mice than in cartilage from sham-
operated mice (Fig. 6B and C). Control sections showed no staining (data not shown). 
Consistently, the level of PGD2 was increased in the knee joints of DMM-operated mice 
relative to sham-operated mice (Fig. 6D). These findings suggested that the up-regulation 
of L-PGDS is not sufficient to optimally protect against cartilage damage/ in this model.   
 
DISCUSSION  
In the present study, we demonstrated for the first time, that L-PGDS deletion accelerates 
and aggravates DMM-induced OA progression. Compared to their WT littermates, L-
PGDS-/- mice displayed enhanced cartilage degradation, synovial inflammation, and 
subchondral bone alterations. These changes were associated with increased expression of 
cartilage matrix-degrading enzymes MMP-13 and ADAMTS-5 and their ECM degradation 
products. Finally, we found that enforced intra-articular overexpression of L-PGDS 
attenuated the severity of cartilage degradation in L-PGDS-/- mice. These findings suggest 
a protective role of L-PGDS in OA, thus enhancing it expression/activity may constitute a 
new therapeutic strategy in the treatment of OA.  
To define the functional role of L-PGDS in OA, we studied the course of DMM-induced 
OA in L-PGDS-/- mice and their WT littermates. We found that the extent of cartilage 
 
 121 
damage seen in L-PGDS-/- mice was significantly increased compared to WT mice. In 
addition, the levels of MMP-13 and ADAMTS-5 enzymes were enhanced in the joints of 
both WT and L-PGDS-/- mice at 2 weeks post-surgery, with the increase being 
significantly greater in L-PGDS-/- mice. The elevated staining for the degradation products 
of MMP-13 and ADAMTS-5 in L-PGDS-/- mice compared with WT mice suggests 
increased activity of MMP-13 and ADAMTS-5. These findings were corroborated in ex 
vivo cartilage explant studies showing a significant increase in IL-1-induced proteoglycan 
release in cartilage from L-PGDS-/- mice compared to WT mice.  
Collectively, these data suggest that L-PGDS deletion exacerbates cartilage damage by 
enhancing MM-13 and ADAMTS-5 expression. This is also consistent with our previous 
study showing that PGD2 and 15d-PGJ2, the main products of L-PGDS, prevent MMP-1 
and MMP-13 production in cultured chondrocytes [7, 33]. 
Another important finding of this study was that L-PGDS-/- mice had increased synovitis 
compared to WT mice at 8 weeks post-surgery. This is likely related to the anti-
inflammatory properties of L-PGDS, and is in agreement with previous studies in which 
injection of PGD2 reduced synovial inflammation, and joint damage in murine collagen-
induced arthritis [14]. 15d-PGJ2, another end product of L-PGDS, has also been reported 
to reduce synovitis in collagen-induced arthritis in mice [34], and adjuvant-induced arthritis 
in rats [35]. Further studies have demonstrated that PGD2 attenuates inflammation in a 
number of experimental models including atopic dermatitis [36] and colitis [37]. Moreover, 
L-PGDS deletion was reported to exacerbate atherosclerosis and nephropathy [17, 38].  
Subchondral bone changes are another critical feature of OA pathogenesis in OA patients 
and in animal models of OA. Micro-CT assessment of the subchondral bone in WT and L-
PGDS -/- mouse knee joints revealed subchondral bone sclerosis, increased BV/TV and 
TbTh, and ectopic bone formation at 8 weeks post-surgery. These impairments were, 
however, more pronounced in L-PGDS-/- mice compared to WT mice. This is likely due 
to the importance of PGD2 in bone remodeling [39, 40]. Thus, in addition to cartilage 
degeneration and synovitis, L-PGDS deficiency also increased the magnitude of 
subchondral changes. Articular cartilage and the underlying bone operate as a functional 
unit in the joint, and crosstalk between both tissues compartments is believed to play an 
important role in the onset and progression of OA. Given that the mice used in our study 
 
 122 
are global constitutive KO and that L-PGDS is expressed in both cartilage and bone, we 
cannot determine whether the effect of L-PGDS deletion was due to alteration in cartilage 
or bone and their hierarchical role in the severity of OA osteoarthritis are areas for further 
investigation.  
Having demonstrated that L-PGDS deletion exacerbated OA-like changes, we assessed the 
effect of L-PGDS overexpression in the joint on the course of OA in L-PGDS-/- mice. We 
found that intra-articular administration of an AAV2/5 encoding L-PGDS reversed the 
severity of cartilage degradation confirming the protective role of L-PGDS. We also found 
that Intraarticular injection of AAV2/5-LPGDS attenuated DMM-induced cartilage 
degradation in WT mice (data not shown). Interestingly, the protective effect of L-PGDS 
overexpression was associated with increased level of PGD2, suggesting that enhanced 
production of PGD2 is the likely mechanism by which L-PGDS overexpression attenuates 
cartilage degradation. This is in accordance with our previous findings showing that 
treatment with BW245C, an agonist of the PGD2 receptor DP1, protects against OA and 
that DP1 deletion exacerbates murine experimental OA [31].  
Finally, we showed that L-PGDS expression is elevated in the cartilage of DMM-operated 
WT. This is consistent with our previous studies showing enhanced levels of L-PGDS in 
human [25], guinea pig and dog [26] OA cartilage. These findings suggested that although 
protective, up-regulation of endogenous L-PGDS might not be high strong enough to 
prevent the development of OA/attenuate limit cartilage damage in this model. 
It is also well known that the dehydration product of PGD2, 15d-PGJ2, exerts anti-
inflammatory effects through either PPAR-γ–dependent or PPAR-γ–independent 
pathways. We have previously shown that 5d-PGJ2 or PPAR-γ agonists negatively regulate 
the expression of a number of inflammatory and catabolic events in culture chondrocytes 
and synovial fibroblasts [41]. Moreover, we have demonstrated that PPAR γ deficiency in 
mice accelerates experimental OA [42]. Additional studies demonstrated that 
administration of 15d-PGJ2 attenuates the severity of collagen-induced arthritis in mice 
[34], and adjuvant-induced arthritis in rats [35]. Thus, L-PGDS deletion may inhibit 
downstream PGD2 and 15-PGJ2 production in the joint, resulting in enhanced 




In addition to its ability to catalyze the production of PGD2, and 15d-PGJ2, L-PGDS is 
also involved in the binding and transport of small lipophilic molecules, known for their 
implication in the pathophysiology of OA, like retinoids [43], thyroid hormones [21], and 
gangliosides [44]. Therefore, it is possible that the lack of L-PGDS will exacerbate OA by 
disrupting the availability and transport of these lipophilic molecules and/or altering their 
downstream signalling pathways.  
One limitation of our study is that although we demonstrated that L-PGDS deletion 
aggravates instability-induced OA, we did not evaluate the effect of L-PGDS deletion on 
the progression of OA during aging, which is also relevant to the pathogenesis of OA. 
Additionally, we did not investigate the effect of L-PGDS deletion on OA-related pain 
behavior. Previous studies reported anti-nociceptive effects of PGD2. For example, 
Minami et al. showed that treatment with PGD2 prevents PGE2 induced allodynia [45], 
and nociceptin evoked hyperalgesia [46]. The anti-nociceptive effect of PGD2 is 
corroborated by the finding of Telleria-Diaz [47], who showed that topical application of 
PGD2 to the spinal cord of rats with inflamed knee joints decreased responses to 
mechanical stimulation. Other studies, however, reported pro-nociceptive effects of PGD2. 
For instance, PGE2-induced allodynia was attenuated in L-PGDS-/- mice [28], and PGD2 
was reported to induce hyperalgesia and allodynia [48]. Further studies are required to 
define the exact role of PGD2 and L-PGDS in OA-related pain.  
Inhibition of prostaglandin production by traditional NSAIDs, COX-2 specific inhibitors, 
and corticosteroids and have been widely used clinically for the symptomatic management 
of OA, however, their effects on the structural progression of disease remains controversial 
(Refs).   Our findings that L-PGDS/PGD2 has anti-OA effects, suggest that inhibition of 
endogenous PGD2 biosynthesis may partially explain the lack of long-term disease-
modifying activity in patients receiving these drugs and underline the limits of therapeutic 
approaches that inhibit the production of all prostaglandins. 
 
Conclusion 
Our findings suggest a protective role of L-PGDS in OA. They also suggest that enhancing 
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Figure 1. L-PGDS deletion exacerbated OA following DMM surgery 
Ten-week-old WT and L-PGDS-/- mice (n = 10 mice/genotype/time point) were subjected to DMM 
surgery. Knee joint samples were harvested 2, 4, or 8 weeks post-surgery, prepared and stained 
with Safranin O–fast green (to assess the extent of articular cartilage degeneration) or hematoxylin 
and eosin (to asses synovium changes). (A) Representative Safranin O staining, and (B) summed 
histologic scores for medial femorotibial joints of WT (open symbols) and L-PGDS-/- (filled 
symbols) mice at 2, 4, and 8 weeks after DMM surgery. (C) Representative hematoxylin and eosin 
staining, and (D) quantification of the synovial inflammation in knee joints. The representative 
sections were selected based on the average score from each experimental group. Results are 





























































Figure 2. Expression of ADAMTS-5, and MMP-13 in the knee joints of WT and L-PGDS-/- 
mice at 2 weeks post-DMM surgery 
A) Representative images of immunohistochemical staining for ADAMTS5, and MMP-13in knee 
joints from sham- (n = 6) and DMM-operated mice (n = 6) at 2 weeks post-surgery. B) Percentage 
of chondrocytes expressing ADAMTS5, and MMP-13 in WT (open symbols) and L-PGDS-/- 
(filled symbols) mice (n = 6 per genotype). Data are presented as median with interquartile range 
of each group. *P<0.05 versus WT mice. 
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Figure 3. L-PGDS deletion enhanced IL-1a–induced proteoglycan degradation in cultured 
cartilage explants. 
Femoral heads from 3- to 4-week-old WT and L-PGDS-/- mice were cultured as explants (4 femoral 
heads (2 mice) per well) in 48-well plates and were stimulated with 10 ng/ml IL-1α for 72 h. 
Proteoglycan degradation in conditioned media from cultured explants was evaluated using 
dimethyl methylene blue assay). Data are expressed as mean ± SD of three independent 























Figure 4. Micro-CT analysis of the subchondral bone of the tibial plateau of WT and  
L-PGDS -/- mice at 8 weeks post-DMM surgery. 
Knee joints from sham- (n = 6 mice per genotype) and DMM-operated (n = 10 mice per genotype) 
WT and L-PGDS-/- mice were evaluated by micro-CT at 8 weeks post-surgery. A) Representative 
axial micro-CT images of the subchondral bone compartment. B) Quantification of BV/TV, Tb.Th, 
and Tb.Sp in the subchondral bone region of the medial tibial plateau. Data are presented as mean 
mean ± SD. C) Representative 3D reconstructions of the knee joints of sham- and DMM-operated 







Figure 5. AAV2/5-mediated L-PGDS expression in the joint attenuated DMM-induced OA 
progression in L-PGDS -/- mice. 
Ten-week-old L-PGDS-/- mice were intra-articularly injected with AAV2/5-GFP or AAV2/5-L-
PGDS-GFP (n = 15 per group). Three days later, mice were subjected to sham (n = 6) or DMM (n 
= 9) surgery. Mice were sacrificed 4 weeks after DMM surgery, and the joints were processed for 
immunohistochemistry and histology. A) GFP expression was determined by fluorescence 
microscopy. Nuclei were detected by DAPI (4',6-diamidino-2-phenylindole) staining (left). B) L-
PGDS expression was determined by immunostaining. C) PGD2 levels in knee joint of sham- and 
DMM-operated WT mice, as tested by ELISA. D) Representative Safranin O-fast green stained 
histological sections and (E) respective OARSI score for medial femorotibial joints. Scale bars = 
100 mm. Results are presented as median with interquartile range. *P<0.05 versus WT mice. C, 
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Figure 6. Increased expression of L-PGDS in mouse OA cartilage. 
A) Total RNA was extracted from the joints of sham- (n = 6) and DMM-operated (n = 6) WT mice 
at 2 weeks post-surgery, and the levels of L-PGDS mRNA was determined by real-time RT-PCR. 
Results are expressed as -fold change, considering 1 as the value of sham-operated mice. B) 
Representative images of immunohistochemical staining for L-PGDS in knee joints from sham- (n 
= 6) and DMM-operated mice (n = 6) at 2 weeks post-surgery. Scale bars = 100 mm. C) Percentage 
of chondrocytes expressing L-PGDS in sham- and DMM-operated cartilage. D) PGD2 levels in 
knee joint of sham-(n = 6) and DMM-operated WT (n = 6) mice at 2 weeks post-surgery, as 






Knee joints from sham- and DMM-operated mice were fixed in TissuFix, decalcified in 
10% EDTA for 14 days at 4°C, and embedded in paraffin. Immunohistochemical analysis 
was performed as previously described [1, 2]. Briefly, sections (4 sections per joint) from 




































































pH 8.0) for 60 min at 37˚C, followed by a 30 min incubation with Triton X-100 (0.3%) at 
room temperature. Slides were then washed in phosphate-buffered saline (PBS) followed 
by 2% hydrogen peroxide⁄PBS for 15 min. They were further incubated for 45 min with 
2% normal serum (Vector Laboratories, Burlingame, CA) and overlaid with the primary 
antibody for 18 hours at 4°C in a humidified chamber. The following antibodies were used: 
rabbit polyclonal anti-L-PGDS (1:200 dilution; Cayman Chemical, Ann Arbor, MI), rabbit 
polyclonal anti-ADAMTS5 (1:100 dilution; Cedarlane, Hornby, ON), rabbit polyclonal 
anti-MMP-13 (1:100 dilution; Sigma-Aldrich), rabbit polyclonal  anti-C1,2C (1:500 
dilution; IBEX Technologies, Mont-Royal, QC, Canada), rabbit polyclonal anti-VDIPEN 
Hospital for Children, McGill University Hospital Centre, Montreal, Quebec, Canada), and 
rabbit polyclonal anti-NITEG (1:100 dilution; Novus Biologicals, Littleton, CO). Each 
slide was washed 3 times in PBS (pH 7.4) and incubated with a secondary antibody using 
the Vectastain ABC kit (Vector Laboratories) following the manufacturer’s instructions. 
The color was developed with 3,3’-diaminobenzidine (DAB) (Vector Laboratories) 
containing hydrogen peroxide. The slides were counterstained with eosin. The specificity 
of the staining was confirmed by substituting the primary antibody with a non-specific IgG 
from the same host as the primary antibody. 
 
For ADAMTS-5, MMP-13 and NITEG staining, the total number of chondrocytes and the 
number of chondrocytes staining positive were evaluated and results were expressed as the 
percentage of chondrocytes staining positive (cell score). For C1,2C and VDIPEN staining, 
images were captured at 250X with a Leitz Diaplan microscope connected to BIOQUANT 
OSTEO 2012 software. Surface area of positively stained extracellular cartilage matrix was 
measured and data expressed as % of positive stained area over total area. Each slide was 
examined and scored by 2 independent observers (MN and YO), who were blinded to group 
allocation.  
 
For IHC analysis of GFP protein, sections were incubated with 50 mM ammonium chloride 
pH 7.6 for 10 minutes at RT to block autofluorescence. Sections were washed with PBS, 
treated with Triton X-100 (0.3%) at room temperature and incubated with goat serum for 
45 min at room temperature. Section were then incubated with a rabbit polyclonal anti-
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GFP (1:1000 dilution; Abcam, Toronto, ON, Canada) overnight at 4°C. The next day, 
sections were washed with PBS and incubated for 1 h at room temperature with Alexa 
Fluor 488-conjugated goat anti-rabbit IgG secondary antibody (1:400; Invitrogen). The 
nuclei were counterstained with 4′,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI, Life 
Technologies). 
 
Isolation of primary chondrocytes  
Primary epiphyseal chondrocytes were isolated from 5- to 6-day-old mice as previously 
reported [3]. Briefly, cartilage tissues, including the femoral heads, femoral condyles and 
tibial plateaus, were digested twice for 45 min each with 3 mg/ml collagenase D. Then, the 
cartilage pieces were incubated with 0.5 mg/ml collagenase D at 37°C in a thermal 
incubator with 5% CO2 overnight. The cell suspension was filtered through a 70- m cell 
strainer and the released cells were cultured in DMEM medium supplemented with 10% 
FBS and 1% penicillin/streptomycin at 37°C in a humidified 5% CO2 atmosphere. At 
confluence, the cells were detached, plated in 24-well plates (2 x 105/well), and stimulated 
with IL-1 . The expression of L-PGDS was analyzed by immunoblotting and PGD2 was 
measured by ELISA. Only first-passage cells were used for the experiments.  
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Supplemental Figure 1. Effective deletion of L-PGDS in L-PGDS-/- chondrocytes 
A) Total RNA was extracted from the joints of L-PGDS-/- and WT mice (n = 4 per genotype), and 
processed for RT-PCR analysis using L-PGDS and GAPDH-specific primers. PCR products were 
resolved on a 2% agarose gel. B) Chondrocytes from WT or L-PGDS-/- mice were treated with 100 
pg/mL IL-1a for the indicated time periods. Cell lysates were prepared and analyzed for L-PGDS 
and β-actin proteins by Western blotting. The blots are representative of results from three 
independent experiments. C) Conditioned media were collected and analyzed for prostaglandin D2 
(PGD2) content by ELISA. Results are expressed as the mean ± SD of 3 independent experiments. 





Supplemental Figure 2. Expression of C1, 2C, NITEG and VDIPEN in the knee joints of 
WT and L-PGDS-/- mice at 2 weeks post-DMM surgery. 
 Knee joint sections from sham- (n = 6 per genotype) and DMM-operated (n = 6 per genotype) mice 
at 2 post-surgery were analyzed by immunohistochemistry for C1,2C, NITEG and VDIPEN. B) 
Percentage of positive stained area (C1,2C and VDIPEN), and positive chondrocytes (NITEG) in 
WT (open symbols) and L-PGDS-/- (filled symbols) mice. Data are presented as median 






































































Supplemental Figure 3. AAV2/5-mediated L-PGDS expression in the joint attenuated the 
severity of DMM-induced synovitis in L-PGDS -/- mice. Ten-week-old L-PGDS-/- mice were 
intra-articularly injected with AAV2/5-GFP or AAV2/5-L-PGDS-GFP (n = 15 per group). Three 
days later, mice were subjected to sham (n = 6) or DMM (n = 9) surgery. Mice were sacrificed 4 
weeks after DMM surgery, and the joints were harvested, and processed for heamtoxylin and eosin 
staining. (A) Representative hematoxylin and eosin staining and (B) respective synovitis scores. 










































CHAPITRE C :  
DISCUSSION 
 
L’arthrose est une maladie dégénérative de l’articulation, caractérisée par un 
déséquilibre des processus physiologiques déclenchant un réseau de cascades 
inflammatoires et cataboliques. Bien que l’arthrose implique tous les tissus de 
l’articulation, le cartilage représente l’élément le plus important de cette physiopathologie 
en raison des dommages considérables et de la multitude de processus biochimiques activés 
au sein de ce tissu. Les médiateurs pro-inflammatoires en premier plan, notamment les 
cytokines, les prostaglandines et les ROS, jouent un rôle essentiel dans la pathogenèse de 
cette maladie (2, 4).  
L’IL-1b est une cytokine essentielle à la réponse inflammatoire. C’est un inducteur 
majeur du catabolisme du cartilage dans l’arthrose. Cette cytokine pro-inflammatoire a la 
capacité de modifier le métabolisme des chondrocytes, affectant ainsi l’homéostasie de la 
matrice extracellulaire cartilagineuse (207). La dégradation de cette dernière est une 
caractéristique centrale de l’arthrose et est considérée comme étant médiée par les 
protéinases qui dégradent les composants structurels majeurs de la matrice, principalement 
le collagène de type II et l’aggrécane. La MMP-13 est la principale protéase responsable 
de la dégradation du collagène de type II, et les souris déficientes en MMP-13 sont 
protégées contre les dommages au cartilage de l’arthrose (161), tandis que les souris 
transgéniques développent des lésions spontanées du cartilage analogues à l’OA (404). 
L’autre enzyme clé, l’ADAMTS-5, est une protéinase dégradant l’aggrécane dans le 
cartilage murin, et les souris déficientes en ADAMTS-5 sont protégées contre l’arthrose 
induite chirurgicalement (174) et l’arthrite inflammatoire (176, 178). 
La PGE2 est un autre acteur important de la réponse inflammatoire. Elle est impliquée 
dans divers aspects de la pathogénèse de l’OA, notamment l’amplification de la réaction 
inflammatoire, la dégradation du cartilage et la douleur (350). La PGE2 peut également 
contribuer à endommager le cartilage en inhibant la synthèse du collagène et des 
protéoglycanes (353). Des tissus articulaires arthritiques produisent de grandes quantités 
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de PGE2 (352). Les chondrocytes en sont la principale source dans l’articulation. Des 
preuves directes ont été fournies concernant le rôle de la PGE2 dans les maladies 
arthritiques, et en particulier dans l’arthrose (355). Une analyse d’expression génique du 
cartilage atteint (avec lésions) et du cartilage intact de patients souffrant d’arthrose a 
montré une expression accrue de la COX-2 et une production accrue de PGE2 dans le 
cartilage atteint. D’autres études ont clairement mis en évidence une surexpression de 
COX-2 et de mPGES-1 dans le cartilage humain arthrosique (358, 350). Ces deux enzymes 
ont attirées beaucoup d’attention sur le rôle majeur qu’elles jouent dans l’inflammation et 
la douleur (355, 358). Des taux élevés de production de PGE2 dans les tissus arthrosiques 
sont mesurés en réponse à la stimulation par l’IL-1β (355). Il a été démontré que d’autres 
cytokines pro-inflammatoires telles que le TNF-a et l’IL-17 induisent la production de 
PGE2 médiée par COX-2 et par mPGES-1 dans l’arthrose (282, 283). Ainsi, la modulation 
de la synthèse de PGE2 chez les patients atteints d’arthrose peut représenter une cible 
majeure pour les stratégies thérapeutiques. 
L’autre prostaglandine, PGD2, qui fait partie des prostaglandines les plus 
abondamment produites dans le liquide synovial (405), peut être libérée par plusieurs types 
de cellules présentes dans l’articulation, notamment les chondrocytes (406), les 
ostéoblastes (407), les fibroblastes synoviaux (408) et les mastocytes synoviaux (409), 
suggérant que la PGD2 peut contribuer au maintien de l’homéostasie du cartilage. Il a été 
démontré que cette prostaglandine prévient l’apoptose des chondrocytes (410) et améliore 
la différenciation chondrogénique, ainsi que le dépôt de la matrice du cartilage hyalin 
(411). Il a également été rapporté que la PGD2 stimule la synthèse du collagène (412), 
indiquant qu’elle pourrait protéger l’intégrité du cartilage non seulement en inhibant 
l’expression de MMP-1 et de MMP-13, mais également en renforçant les événements 
anaboliques des chondrocytes (413). 
Des travaux antérieurs réalisés dans le laboratoire ont démontré que la L-PGDS est 
présente dans le cartilage humain et que son niveau d’expression est plus élevé dans le 
cartilage arthrosique que dans le cartilage sain (365). La cytokine pro-inflammatoire IL-1β 
régule positivement, – alors que la PGD2 régule négativement, – l’expression de la L-PGDS 
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dans des chondrocytes en culture. Ces résultats suggèrent que la L-PGDS pourrait être 
impliquée dans la pathogenèse de l’arthrose (365).  
La PGD2 induit ses effets en activant deux récepteurs membranaires, le récepteur D 
prostanoïde 1 (DP1) (414) et une molécule de type récepteur chimioattractant localisée sur 
des cellules Th2 (CRTH2), également appelée DP2 (415). La surproduction de la PGD2 
contribue à de multiples processus pathologiques, notamment l’athérosclérose (416), la 
sclérose en plaques (417), le diabète (418), l’hypertension essentielle (419) et les maladies 
de Tay-Sachs et Sandhoff (420). Ainsi, l’expression de la L-PGDS est régulée positivement 
dans de nombreuses pathologies. Il a également été démontré que PGD2 module 
l’inflammation, agissant comme médiateur pro-inflammatoire ou anti-inflammatoire, en 
fonction de l’état pathologique et du tissu touché. L’activation du récepteur DP1 est 
principalement associée aux effets anti-inflammatoires (421). En revanche, l’activation de 
DP2 est généralement associée à des effets pro-inflammatoires (422). 
Dans notre projet, nous nous sommes intéressés aux mécanismes, ainsi que le rôle du 
récepteur de la prostaglandine D2 (DP1) et aussi de l’enzyme prostaglandine D synthase 
de type lipocaline (L-PGDS) dans la physiopathologie de l’arthrose. 
Nous avons démontré pour la première fois que la délétion de la L-PGDS accélère et 
aggrave la progression de l’arthrose induite par la déstabilisation du ménisque médial 
(DMM) chez les souris. Nous avons démontré que comparées aux souris sauvages, des 
souris invalidées pour la L-PGDS (L-PGDS - / -) présentent une dégradation accrue du 
cartilage, une inflammation synoviale et une détérioration de l’os sous-chondral. Ces 
changements ont été associés à une expression amplifiée des enzymes MMP-13 et 
ADAMTS-5, qui dégradent la matrice du cartilage. 
Après deux semaines, l’expression de la L-PGDS est augmentée dans le cartilage des 
souris WT opérées par DMM. Ces résultats sont en accord avec nos découvertes 
précédentes montrant des niveaux d’expression accrus de la L-PGDS dans le cartilage 
arthrosique humain (365), du cochon d’Inde et du chien (423). L’augmentation de 
l’expression de la L-PGDS dans le cartilage a également été rapportée dans l’arthrite 
murine induite par le collagène (424). L’expression accrue de la L-PGDS peut être la 
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conséquence d’un stress provoqué par une intervention chirurgicale, une surcharge 
mécanique et une production locale de médiateurs pro-inflammatoires. En effet, les 
cytokines pro-inflammatoires et l’impact mécanique induisent l’expression de la L-PGDS 
dans les explants cartilagineux et les chondrocytes en culture (365). Ces résultats suggèrent 
qu’une augmentation de l’expression de L-PGDS pourrait être impliquée dans la 
physiopathologie de l’arthrose. 
Pour déterminer le rôle fonctionnel de la L-PGDS dans l’arthrose, nous avons étudié 
l’évolution de l’arthrose induite par la DMM chez les souris L-PGDS - / - et les souris WT. 
Nous avons démontré que l’étendue des lésions cartilagineuses observées chez les souris 
L-PGDS - / - était significativement accrue par rapport à celle des souris WT. De plus, 
deux semaines après l’intervention, l’augmentation des taux d’enzymes MMP-13 et 
ADAMTS-5 dans les articulations était significativement plus importante chez les souris 
L-PGDS - / -. Ces résultats ont été confirmés par des études ex vivo sur des explants de 
cartilage montrant une augmentation significative de la libération de protéoglycanes 
induite par l’IL-1 dans le cartilage provenant de souris L-PGDS - / - par rapport aux souris 
WT. Ensemble, ces données suggèrent que la suppression de la L-PGDS exacerbe les 
dommages du cartilage en augmentant l’expression de MMP-13 et ADAMTS-5. Ceci est 
également cohérent avec les résultats de nos travaux antérieurs montrant que PGD2 et 15d-
PGJ2, les principaux produits de L-PGDS, inhibent la production de MMP-1 et MMP-13 
dans des chondrocytes en culture (386). 
Nous avons également démontré que 8 semaines après induction de 
l’arthrose/déstabilisation du ménisque, les souris L-PGDS - / - présentaient une synovite 
plus développée que les souris WT. Ceci est probablement lié aux propriétés anti-
inflammatoires de la L-PGDS et est en accord avec les études antérieures dans lesquelles 
l’injection de PGD2 réduisait l’inflammation synoviale et les lésions articulaires dans 
l’arthrite induite par le collagène murin (424). Le 15d-PGJ2, un autre produit de la L-PGDS, 
permet également de réduire la synovite dans l’arthrite induite par le collagène chez la 
souris (425) et dans l’arthrite induite par un adjuvant chez le rat (426). D’autres études ont 
démontré que la PGD2 atténue l’inflammation dans un certain nombre de modèles 
expérimentaux, notamment la dermatite atopique (427) et la colite (428). De plus, la 
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délétion de la L-PGDS exacerbe l’athérosclérose et la néphropathie (429). Enfin, la 
délétion de L-PGDS détériore, alors que sa surexpression améliore, la clairance bactérienne 
dans un modèle d’infection pulmonaire à Pseudomonas aeruginosa (430). 
Les modifications de l’os sous-chondral sont une autre caractéristique essentielle de 
la pathogenèse de l’arthrose chez les patients qui en sont atteints et dans des modèles 
animaux d’arthrose. Une évaluation par micro-CT de l’os sous-chondral dans les 
articulations du genou des souris WT et L-PGDS - / - a révélé une sclérose de l’os sous-
chondral, une augmentation de la BV/TV et du Tb Th, ainsi qu’une formation d’os extra-
articulaire 8 semaines après l’intervention. Ces altérations étaient cependant plus 
prononcées chez les souris L-PGDS - / - que chez les souris WT. Ceci est probablement dû 
à l’importance de la PGD2 dans le remodelage osseux (431). Ainsi, outre la dégénérescence 
du cartilage et la synovite, le déficit en L-PGDS augmente également l’amplitude des 
modifications au niveau de l’os sous-chondral. Le cartilage articulaire et l’os sous-jacent 
agissent comme une unité fonctionnelle de l’articulation. On pense que c’est deux 
compartiments jouent un rôle important dans l’apparition et la progression de l’arthrose. 
Étant donné que les souris utilisées dans notre étude sont des KO global et que la L-PGDS 
est exprimée à la fois dans le cartilage et l’os, nous ne pouvons pas déterminer si l’effet de 
la délétion de la L-PGDS est dû à une altération du cartilage ou de l’os, et leurs rôles 
hiérarchiques dans la sévérité de l’arthrose sont des domaines à approfondir. 
Après avoir démontré que la délétion de la L-PGDS exacerbe les caractéristiques 
structurelles de l’arthrose, nous avons examiné l’effet de la surexpression de la L-PGDS 
dans l’articulation sur le développement de l’arthrose chez des souris L-PGDS - / -. Nous 
avons observé que l'administration intra-articulaire d'un vecteur AAV2/5 codant pour la L-
PGDS réduit la sévérité de la dégradation du cartilage, l'expression de ADAMTS-5 et de 
MMP13 ainsi que la synovite, confirmant ainsi le rôle protecteur de la L-PGDS. Il est 
intéressant de noter que l’effet protecteur de la surexpression de L-PGDS est associé à une 
augmentation du taux de PGD2.  
En plus de sa capacité à catalyser la production de PGD2 et de 15d-PGJ2, la L-PGDS 
est également impliquée dans la liaison et le transport de petites molécules lipophiles 
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connues pour leur implication dans la physiopathologie de l’arthrose, telles que les 
rétinoïdes (432), les hormones thyroïdiennes (433) et les gangliosides (434). Par 
conséquent, il est possible que le manque de L-PGDS exacerbe l’arthrose en perturbant la 
disponibilité, le transport de ces molécules lipophiles ou en modifiant leurs voies de 
signalisation en aval. 
L’une des limitations de notre étude est que, bien que nous ayons démontré que la 
délétion de la L-PGDS aggrave l’arthrose induite par l’instabilité, nous n’avons pas évalué 
l’effet de la délétion de la L-PGDS sur la progression de l’arthrose au cours du 
vieillissement, ce qui est également pertinent pour la pathogenèse de cette maladie. De 
plus, nous n’avons pas étudié l’effet de la délétion de L-PGDS sur la douleur, le principal 
symptôme de l’arthrose. Des études antérieures ont rapporté des effets antinociceptifs de 
la PGD2. Par exemple, Minami et al. ont démontré que le traitement par la PGD2 prévient 
l’allodynie induite par la PGE2 (435) et l’hyperalgésie évoquée par la nociceptine (436). 
L’effet antinociceptif de PGD2 est corroboré par la découverte de Telleria-Diaz (437) qui 
montre que l’application topique de PGD2 sur la moelle épinière de rats dont l’articulation 
du genou était enflammée diminuait la réponse à la stimulation mécanique. Cependant, 
d’autres études ont rapporté des effets pronociceptifs de la PGD2. Par exemple, l’allodynie 
induite par la PGE2 est atténuée chez les souris L-PGDS - / - (438), tandis que la PGD2 
induit une hyperalgésie et une allodynie (439). Des études complémentaires sont 
nécessaires pour définir le rôle exact de la PGD2 et de la L-PGDS dans la douleur liée à 
l’arthrose. 
Toujours dans l’objectif de mieux déterminer l’effet de la L-PGDS dans l’arthrose, 
nous avons évalué l’effet de son métabolite la PGD2. Dans des travaux antérieurs, il a été 
démontré que la PGD2 inhibe l’expression de la MMP-1 et de la MMP-13 induite par l’IL-
1 dans les chondrocytes humains (385). Nous apportons également la preuve que l’effet 
inhibiteur de la PGD2 est véhiculé par le récepteur DP1 via la voie de signalisation 
AMPc/PKA. Ainsi, la PGD2 a le potentiel de prévenir les dommages au cartilage en 
bloquant l’expression de MMP-1 et MMP-13 (386). De plus, le traitement par 
la PGD2 augmente les taux intracellulaires d’AMPc et de calcium confirmant la présence 
fonctionnelle de DP1 en chondrocytes. Ensuite, l’effet d’agonistes spécifiques de DP1 et 
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CRTH2 sur l’expression de MMP-1 et MMP-13, induite par l’IL-1 a été étudié. Il a été 
montré que l’agoniste de DP1, BW245C - mais pas l’agoniste de CRTH2, DK-PGD2-, 
réduit les expressions de MMP-1 et MMP-13, induites par l’IL-1 (386). Conformément à 
cette découverte, un traitement avec un anticorps polyclonal dirigé contre DP1 a bloqué 
l’effet inhibiteur de la PGD2 sur l’expression de la MMP-1 et de la MMP-13, induite par 
l’IL-1. Pris ensemble, ces résultats déterminent que la PGD2 régule à la baisse l’expression 
de la MMP1 et de la MMP-13 induite par l’IL-1, à la suite de l’activation du récepteur DP1. 
Bien que l’effet inhibiteur de BW245C ait été aussi puissant que celui de PGD2, nous ne 
pouvons pas exclure la possibilité que PGD2 régule à la baisse l’expression de MMP-1 et 
de MMP-13 induite par IL-1 par le biais d’un mécanisme indépendant de DP1. En effet, la 
PGD2 peut être convertie de manière non enzymatique en 15-désoxy-Δ-12,14-PGJ2 (15d-
PGJ2) (386), dont l’effet inhibiteur de l’induction de l’expression de MMP-1 et de MMP-
13 a été démontré dans plusieurs types de cellules, notamment les chondrocytes (386). 
D’autres études seront nécessaires pour définir si des mécanismes indépendants de DP1 
sont impliqués dans l’effet inhibiteur de la PGD2 sur l’expression de MMP-1 et MMP-13 
induite par l’IL-1 dans les chondrocytes. 
En général, l’occupation de DP1 active l’adénylate cyclase et augmente les taux 
intracellulaires d’AMPc, menant à l’activation de la PKA (365). Nos résultats suggèrent 
que les mécanismes intracellulaires qui transmettent l’effet inhibiteur de la PGD2 sur 
l’expression de MMP-1 et MMP-13 induite par IL-1, impliquent la voie AMPc/PKA. Ceci 
est confirmé par le fait que la stimulation des chondrocytes par la PGD2 augmente les taux 
intracellulaires d’AMPc. De plus, les agents élévateurs de l’AMPc inhibent l’expression 
de MMP-1 et de MMP-13 induite par IL-1. Enfin, l’effet inhibiteur de la PGD2 a été bloqué 
par les inhibiteurs de la PKA (H89 ou KT5720). Ces données ont ainsi identifié la voie de 
signalisation DP1/AMPc/PKA comme étant le mécanisme intracellulaire par lequel le 
PGD2 empêche la production de MMP-1 et MMP-13 dans les chondrocytes stimulées par 
l’IL-1(386). 
Pour étudier l’effet de la PGD2 sur son récepteur DP1 ainsi que son rôle dans la 
progression de la maladie, nous avons démontré que les souris déficientes en DP1 
présentent une dégradation étendue du cartilage dans les deux modèles d’arthrose utilisés 
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– avec l’âge ou après une déstabilisation du ménisque. L’examen histologique a révélé que 
les dommages structuraux du cartilage sont relativement plus graves chez les souris DP1 - 
/ - que chez les souris WT dans les deux modèles d’arthrose. Pour déterminer le mécanisme 
sous-jacent à l’effet du déficit en DP1 sur la dégradation du cartilage, nous avons analysé 
les taux d’ADAMTS-5 et de MMP-13. Les résultats ont montré qu’il y a peu ou pas 
d’expression de MMP-13 ou d’ADAMTS-5 dans les articulations du genou des souris  
DP1 - / - et WT à l’âge de 3 mois. À l’âge de 9 mois, les niveaux d’expression d’ADAMTS-
5 et de MMP-13 étaient presque indétectables chez les souris WT, mais les deux étaient 
significativement plus élevés dans les articulations du genou des souris  
DP1 - / -. Dans le modèle DMM, les niveaux d’expression de MMP-13 et ADAMTS-5 
étaient plus élevés dans le cartilage articulaire chez les souris DP1 - / - que chez les souris 
témoin WT. 
Des études ex vivo avec des explants de cartilage ont révélé que le taux de dégradation 
des protéoglycanes à la suite de la stimulation par l’IL-1α est plus élevé dans le cartilage 
des souris DP1 - / - que chez les souris WT, suggérant que la délétion de DP1 augmente la 
synthèse des enzymes dégradant le cartilage. Ceci est cohérent avec nos découvertes 
précédentes montrant que l’activation de DP1 empêche l’expression de MMP-13 et de 
MMP-1 dans des chondrocytes en culture (386). Prises ensemble, ces données suggèrent 
fortement que la délétion de DP1 induit la régulation à la hausse des MMP et 
éventuellement d’autres enzymes cataboliques qui exacerbent la dégradation du cartilage. 
Outre la destruction du cartilage, l’arthrose chez l’homme et dans des modèles 
expérimentaux est caractérisée par des modifications de l’os sous-chondral (3, 14). 
L’analyse par micro-CT a révélé une sclérose osseuse sous-chondral étendue, une 
augmentation de la BV/TV et de la TbTh, ainsi qu’une diminution de la TbSp dans les 
articulations de souris DP1 - / - âgées de 15 mois par rapport aux articulations de souris 
WT du même âge. Nous avons également noté que des ostéophytes importants s’étaient 
développés dans les articulations du genou des souris DP1 - / - à l’âge de 15 mois. Ces 
paramètres ont également augmenté 8 semaines après chirurgie par DMM chez les deux 
génotypes. De manière intéressante, dans le modèle DMM, l’ampleur des modifications 
osseuses est également plus prononcée chez les souris DP1 - / -. Ainsi, le déficit en DP1 
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accélère non seulement la dégradation du cartilage, mais aggrave également les 
modifications de l’os sous-chondral. 
Après avoir démontré que la délétion de DP1 aggrave les modifications analogues à 
celles de l’arthrose, nous avons vérifié si l’administration de l’agoniste sélectif de DP1, 
BW245C, pouvait modifier le développement de l’arthrose chez les souris WT. Nous avons 
démontré que son administration réduisait les modifications de type OA induites par la 
DMM dans le cartilage et les os. De manière intéressante, BW245C a perdu son effet 
bénéfique chez les souris DP1 - / - (données non présentées), ce qui exclut la possibilité 
qu’une réactivité croisée avec des voies distinctes puisse être responsable de l’effet observé 
de BW245C. 
Bien que nos données démontrent clairement un rôle central pour DP1 dans la 
pathogenèse de l’arthrose, il n’est pas clair si l’exacerbation de l’arthrose en l’absence de 
DP1 provient d’altérations du métabolisme des os ou du cartilage. Des analyses utilisant 
des souris déficientes en DP1 spécifique du cartilage et des os pourraient déterminer le rôle 
de DP1 dans chaque tissu au cours de la progression de l’arthrose. 
En plus de l’augmentation de l’expression de MMP-13 et d’ADAMTS-5, la délétion 
de DP1 peut exacerber l’arthrose via une augmentation de l’inflammation. En effet, 
plusieurs études ont montré que le déficit en DP1 amplifie – alors que l’activation de DP1 
atténue – l’inflammation dans un certain nombre de modèles. Par exemple, il a été 
démontré que le déficit en DP1 exacerbe l’inflammation cutanée dans un modèle 
d’hypersensibilité de contact avec l’allergène, ce qui s’accompagne d’une production 
élevée d’interféron γ et d’IL-17 (440). De plus, les souris chimériques présentant un déficit 
sélectif en DP1 hématopoïétique présentent une inflammation accrue dans les voies 
respiratoires, et l’administration d’un agoniste sélectif de DP1 supprime de façon 
substantielle les réactions inflammatoires de manière dépendante de l’IL-10 (441). Il a 
également été démontré que le déficit en DP1 aggrave l’inflammation des poumons chez 
les souris atteintes d’une lésion pulmonaire aiguë provoquer par la bléomycine, ce qui est 
associé à une production accrue de facteur 1, inhibiteur de la leucémie, d’ostéopontine et 
de chimiokine (motif C-X-C) (442). 
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Dans une autre étude, le traitement des souris présentant une délétion en DP1 avec 
son agoniste s’est révélé protecteur, en diminuant les réponses inflammatoires et la fibrose 
(443). De plus, l’activation de DP1 empêche les lésions cutanées dans un modèle murin de 
dermatite atopique, agissant probablement en réduisant le recrutement de cellules 
inflammatoires dans le derme et en augmentant la production de la cytokine 
immunorégulatrice IL-10 (444). Enfin, il a été démontré que BW245C prévient la 
progression de l’arthrite induite par le collagène chez la souris, en supprimant la sécrétion 
des médiateurs pro-inflammatoires IL-1, IL-6, IL-17 et PGE2 (445). Il est donc possible 
qu’une production accrue de médiateurs pro-inflammatoires puisse également contribuer à 
l’exacerbation de l’arthrose observée chez les souris DP1 - / -. 
Un mécanisme supplémentaire par lequel la délétion de DP1 peut exacerber 
l’arthrose est l’amélioration de l’angiogenèse, caractéristique de l’arthrose (446). En effet, 
il a été démontré que le déficit en DP1 potentialise et que BW245C inhibe l’angiogenèse 
et l’hyperperméabilité vasculaire (45). Ainsi, l’arthrose aggravée observée chez les 
souris DP1 - / - peut être attribuée, au moins partiellement, à une angiogenèse accrue. 
Les mécanismes précis par lesquels la délétion de DP1 exacerbe l’OA sont 
probablement multiples, mais pourraient impliquer une régulation à la baisse et une 
altération de la voie AMPc/PKA. De plus, plusieurs études ont montré que l’activation de 
la voie AMPc/PKA dans les chondrocytes empêche l’expression de divers médiateurs 
inflammatoires et cataboliques tels que l’oxyde nitrique, le facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire et les MMP (447, 448). Par conséquent, il est possible que la 
régulation négative de la voie AMPc/PKA induise, au moins partiellement, l’effet 
exacerbant de la délétion de DP1 sur la progression de l’arthrose. 
La délétion de DP1 pourrait être compensée par DP2, l’autre récepteur du PGD2. 
Cela est cependant peu probable, car les deux récepteurs transmettent généralement des 
signaux antagonistes (440). Par ailleurs, nous avons précédemment signalé que les 
agonistes de DP2 n’ont aucun effet sur la production de MMP-1 et de MMP-13 dans des 
chondrocytes en culture (386). De plus, et contrairement aux résultats chez les souris WT, 
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le traitement des souris DP1 - / - avec BW245C n’a pas d’effet sur la progression de 
l’arthrose induite par DMM. 
Rôle des produits dérivés de PGJ2 dans la guérison de l’arthrose 
Il est connu que la PGD2 est instable dans les tissus et subit deux étapes de 
déshydratation spontanée pour générer la 15d-PGJ2. La 15d-PGJ2 est une prostaglandine 
importante dans la résolution de l’inflammation (449). Ceci est également vrai pour les 
chondrocytes de patients souffrant d’arthrose (450, 451). Par conséquent, l’interrupteur 
dans la synthèse des prostaglandines semble être un facteur majeur pour arrêter 
l’inflammation et amorcer la guérison du cartilage de l’arthrose. En effet, il existe de 
nombreuses autres réactions impliquant la COX-2, à la fois pendant les phases 
inflammatoire et anti-inflammatoire de l’arthrite et d’autres maladies inflammatoires (452). 
Il existe un autre produit dérivé de PGJ2, appelé Δ12-PGJ2, qui peut être important 
pour la guérison. Cependant, il y a beaucoup moins de preuves à cet égard par rapport à  
15d-PGJ2. Comme cette dernière, Δ12-PGJ2 a deux atomes de carbone réactifs 
électrophiles, par opposition à un seul dans le composé parent PGJ2. Chez des singes, une 
injection de dose unique (1 mg/kg) du précurseur PGD2 a entraîné une augmentation de 20 
à 180 fois du débit urinaire de Δ12-PGJ2. Cette augmentation était réduite de 50 % si les 
singes étaient traités avec l’indométacine, un inhibiteur non sélectif des COX. Ainsi, Δ12-
PGJ2 semble être un métabolite naturel de la PGD2 (454). Bien que ce métabolite ait été 
étudié pour ses effets cytotoxiques, une seule étude publiée suggère que la Δ12-
PGJ2 participe au processus de réparation du cartilage et de l’os arthrosiques. 
Siddhivarn et al. ont réalisé des étirements mécaniques sur des lignées cellulaires 
ostéoblastiques avec une évaluation des paramètres biochimiques et cellulaires. Il a été 
trouvé qu’un allongement de 1 % pendant 24 heures est optimal pour maximiser la 
formation de nodules osseux avec un maintien de la viabilité cellulaire supérieur à 90 % 
(455). Tout d’abord, cet étirement mécanique induit la formation de nodules, alors 
qu’aucun n’a été observé chez des témoins non étirés. Plus curieusement, les étirements 
stimulent la synthèse de la COX-1 et de la COX-2, la COX-1 augmentant d’environ 50 % 
4 heures après l’étirement, mais la COX-2 augmentant de 400 % à 700 %, respectivement 
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5 et 24 heures après l’étirement. PGE2 et PGD2, ainsi que le dérivé de PGD2, Δ12-PGJ2, 
n’ont pas été détectés dans les cellules non étirées, mais étaient abondants dans les cellules 
étirées. De même, l’étirement induit la synthèse de la PGD synthase, qui catalyse le passage 
de réactions inflammatoires à des réactions de guérison. De manière remarquable, aucune 
15d-PGJ2 n’a été trouvée après l’induction de cette réponse cicatrisante/nodulaire (453). 
En outre, de nombreuses preuves suggèrent que la réponse de guérison dans le cartilage 
OA est en partie transmise par 15d-PGJ2, guérison induite par la liaison et l’activation du 
récepteur nucléaire PPAR. Après interaction avec 15d-PGJ2, PPARγ migre vers le noyau 
et active la transcription de diverses molécules effectrices pour la résolution de 
l’inflammation. De manière remarquable, l’étirement dans ces expériences a également 
stimulé la transcription du gène PPARγ-1, même si son ligand habituel (15d-PGJ2) n’était 
pas disponible (453). Cela laisse supposer que la Δ12-PGJ2 pourrait être un facteur 
important pour enrayer l’inflammation et favoriser la guérison des os et éventuellement du 
cartilage. Cette hypothèse reste à prouver. 
Pourquoi cette contribution hypothétique de Δ12-PGJ2 dans la guérison de l’arthrose 
est-elle intrigante ? Bien que l’on ait d’abord pensé que la conversion de PGD2 en 15d-
PGJ2 ou Δ12-PGJ2 dépendait de la présence d’albumine sérique, il a été découvert par la 
suite que la 15d-PGJ2, bien étudiée, était dérivée de PGD2 indépendamment de l’albumine 
(456). Cependant, la synthèse de l’autre métabolite de la PGD2, Δ12-PGJ2, dépend de 
l’interaction avec l’albumine. Par coïncidence, l’un des traitements les plus prometteurs 
contre l’arthrose est dérivé de la fraction de faible poids moléculaire de l’albumine sérique 
humaine disponible dans le commerce (457). 
Importance des dérivées de prostaglandines dans la guérison OA 
Il existe de nombreuses preuves que la transition de mPGES-1 à PGD synthase, avec 
la synthèse ultérieure de PGJ2 dérivée de prostaglandines, est essentielle pour initier 
des voies biochimiques associés à la guérison de l'arthrose (Figure 12). Comme mentionné 
ci-dessus, PPARγ-1 et -2 font partie d'une superfamille nucléaire d'hormones. Ils dérivent 
du même gène et produisent des protéines légèrement différentes par l'épissage alternatif 
de pré-ARNm avec PPARγ-2 ayant 30 résidus d'acides aminés supplémentaires à son 
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extrémité amino-terminale. Il s’agit du gène PPARγ-1 (régulé positivement par l’étirement 
des ostéoblastes) qui est abondant dans de nombreux tissus et cellules 
immunitaires. PPARγ-1 est exprimé dans le cartilage humain mais régulé négativement 
dans l'arthrose. Dans les chondrocytes articulaires, le gène est également régulé à la baisse 
par IL-1β (458). 15d-PGJ2 a été le premier agoniste endogène de PPAR à identifier (459, 
460). De même, la 15d-PGJ2 a complètement supprimé la production de NO et de 
PGE2 dans les chondrocytes arthrosiques humaine (461). La COX-2 était légèrement 
inhibée, mais il restait une activité substantielle de la COX-2 permettant la synthèse de 
PGD2 au cours de cette phase anti-inflammatoire (450,457). Enfin, 15d-PGJ2 inhibe 
complètement mPGES-1 dans les chondrocytes arthrosiques humaine et de rat, supprimant 




Figure 12: Représentation schématique de l'effet de 15d-PGJ2. 
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15d-PGJ2 a un certain nombre de voies par lesquelles il initie une cascade anti-inflammatoire. Il 
peut réagir avec les PGD2 récepteurs (DP 1 et DP 2) pour stimuler la production d'AMP cyclique 
(AMPc) et augmenter la protéine kinase A (PKA) en aval conduisant à des effets anti-
inflammatoires. Plus important encore, 15d-PGJ2 peut entrer dans la cellule directement et 
activer PPAR résultant dans la transcription de plusieurs ARNm anti-inflammatoires. De plus, 
PPARy inhibe le facteur de transcription NF-KB en se liant à l'inhibiteur IκB, protégeant ainsi la 
dégradation de IκB par la kinase IKB (IKK). Enfin, 15d-PGJ2 peut également inhiber l'activité 
IKK par le biais d'une éventuelle modification covalente et, plus loin en aval, peut inhiber la 
translocation nucléaire de NF-κB et altérer la liaison de NF-κB à l'ADN (Article de 
référence :453). 
 
Le 15d-PGJ2 inhibe également la matrice du cartilage dégradant et MMPs 
aggrécanases. Ceci est accompli via la suppression du système d'activation de la 
transcription NF-KB (Figure 12). Cette délétion implique un certain nombre de 
mécanismes, notamment l'inhibition directe de la kinase IκB, qui libère le NF-KB 
permettant la translocation nucléaire (464). Les autres étapes de la voie d'activation de la 
transcription NF-κB sont inhibées par 15d-PGJ2 mais sont indépendantes de PPARγ 
(465). Par conséquent, il est important de noter que l'arrêt de ce système entraîne les effets 
anti-inflammatoires de l'inhibition de la synthèse de MMP et d'aggrécanase. Comme la 
COX-2 est régulée par NF-κB et est également nécessaire pour la synthèse de PGJ2, il se 
peut que plusieurs niveaux de contrôle de NF-KB soient nécessaires pour affecter le 
commutateur mPGES en PGD synthase. D'autres propriétés anti-inflammatoires de la 15d-
PGJ2, telles que l'inhibition de la MMP 13 induite par le traitement au TNFα, sont 
observées non seulement dans les chondrocytes mais également dans les fibroblastes 
synoviaux humains. Ceci est également induit par l'inhibition du système NF-KB (466). 
Pour résumer, on s'attend à ce que 15d-PGJ2, et peut-être le Δ12-PGJ2, puissent avoir 
des propriétés anti-inflammatoires in vivo (figure 12). L'induction de ces deux 
prostaglandines pourrait faire partie du mécanisme d'action requis pour un nouveau 
traitement de l'arthrose du genou. En ce qui concerne la stabilité et l'administration directe 
de ces deux prostaglandines, des effets anti-inflammatoires ont été observés chez un 
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En conclusion, nos résultats démontrent, pour la première fois, que l’enzyme  
L-PGDS ainsi que le récepteur de la prostaglandine D2 (DP1) contribuent à l’atténuation 
de la dégradation du cartilage et aux changements osseux de l’os sous-chondral associés à 
l’arthrose. Lors de la première étude, nous avons montré que les souris déficientes en  
L-PGDS présentent une grande dégradation du cartilage et une sclérose au niveau de l’os 
sous-chondral par rapport aux souris sauvages WT. Dans la seconde partie de notre projet, 
nous avons démontré que le récepteur DP1 contribue au même effet que la L-PGDS.  
Ces résultats fournissent, à notre connaissance, la première preuve que la voie de L-
PGDS/PGD2/DP1 soutient d’autres voies anti-inflammatoires et anaboliques pour 
compenser les dégradations et la progression de la maladie. Nos résultats suggèrent que 
cette voie pourrait constituer une cible potentielle pour une intervention pharmacologique 
dans le traitement de l’arthrose et éventuellement d’autres maladies arthritiques. 
Cependant, de nombreuses questions demeurent quant à l’implication de la PGD2 et de la 
L-PGDS dans les mécanismes moléculaires précis de la régulation des voies et des gènes 
anti-inflammatoires. 
Pour compléter ce travail, des études complémentaires sont nécessaires pour étudier 
l’implication de cette voie dans les différents tissus de l’articulation (cartilage, os sous-
chondral,….). Ensuite caractériser les mécanismes moléculaires impliqués dans la 
régulation de l’expression de la DP1 et de la L-PGDS dans les chondrocytes humaines. En 
vérifiant les effets des cytokines pro-inflammatoires et les modifications épigénétiques sur 
l’expression des deux gènes. Afin de mieux comprendre leurs rôles dans le processus 
physiopathologique de l’arthrose. , les chondrocytes seront traités avec des cytokines pro-
inflammatoires (IL-1b, le TNF-α, l'IL-17) et l’expression de la protéine DP1 et L-PGDS et 
son ARNm seront évaluées par immunoblot et RT-PCR en temps réel, respectivement. 
L’activité des promoteurs de DP-1 et L-PGDS (déjà clonés dans le laboratoire) sera 
analysée dans des expériences de transfection transitoire. Le rôle de l’acétylation des 
histones sera évalué en examinant l’effet des inhibiteurs des HDAC (TSA, VA, etc) sur 
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l’expression des deux gènes et en analysant l’état d’acétylation des histones H3 et H4 au 
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